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dysfunction.  The  syndrome  is divided  into  three  subtypes  according  to  the  progression  and 
severity of clinical  symptoms. Usher syndrome type 1 (USH1) is characterized by congenital  severe 
hearing loss, vestibular dysfunction and early onset of retinal  degeneration; Usher syndrome type 
2  (USH2) by  congenital milder hearing loss, normal  vestibular  function and later  onset  retinal 
degeneration; Usher  syndrome type 3 (USH3) by post‐verbal progressive hearing  loss,  variable 
onset of retinal degeneration and variable presence of vestibular dysfunction. 
  The  gene mutated in USH3, clarin 1  (CLRN1), was identified in Finland in 2001 and two 
mutations  were identified in Finnish patients  at that time. All  the Finnish USH3 patients  have  the 
main Finnish USH3 CLRN1 mutation, p.Y176X, most often in homozygous form. Prior to this  study, 
the two CLRN1 gene mutations  were  the only USH mutations  identified in Finnish USH patients. 
To further clarify the  Finnish USH mutation spectrum, all  nine  USH genes  (cadherin 23 [CDH23], 
CLRN1,  G‐protein‐coupled  receptor  98  [GPR98],  harmonin  [USH1C],  myosin  VIIa   [MYO7A], 
protocadherin 15 [PCDH15], scaffold protein containing ankyrin repeats and SAM domain [SANS], 
usherin [USH2A] and whirlin [WHRN]) were studied in Finnish USH patients.  Seven mutations 
were  identified: one was  a  previously  known mutation in CLRN1,  four were  novel  mutations in 
MYO7A and two were  a novel  and a  previously known mutation in  USH2A. Several  other MYO7A 
and USH2A sequence  variants were identified in Finnish USH patients, but many of these have 
been classified as  non‐pathogenic. Our  results, however, suggest that some of these  variations, 
considered  as  polymorphisms,  may  change  the  function of  the protein products  enough  to 
modify  or  cause  the USH  phenotype  when  combined with disease  ‐causing pathogenic  USH 
mutations in MYO7A, USH2A or CLRN1.
  Another aim of this  research was  to further study the structure and function of the CLRN1 
gene,  and  to clarify  the  effects  of mutations on protein function.  The search for  new splice 
variants resulted in the  identification of eight novel splice variants  in addition to the  three splice 
variants that were already known prior to this  study. Studies  of the possible promoter regions  for 
these splice variants showed the most active region included the  1000 bases  upstream of the 
translation start  site  in the  first  exon of the main three exon splice  variant. The 232 aa  CLRN1 
protein  encoded  by  the   main  (three‐exon)  splice  variant  was   transported  to  the  plasma 
membrane when expressed in cultured cells. Western blot studies suggested that CLRN1 forms 
dimers and multimers.  The CLRN1  mutant  proteins  studied  (p.N48K,  p.M120K,  p.L150P  and 
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p.I153_154delinsM) were  retained  in  the endoplasmic  reticulum (ER) and some of  the  USH3 
mutations  (p.N48K  and p.M120K)  caused CLRN1  to be  unstable. During this  study,  two novel 
CLRN1 sequence alterations  were identified and their pathogenicity was  studied with cell  culture 
protein  expression.  CLRN1  with  a   p.A123D  change  was  mislocalized  and  unstable,  like  the 
previously known pathological mutations, but CLRN1 with a  p.L54P change had localization and 
stability  indistinguishable  from  that  of wild type  CLRN1.  Accordingly,  the p.L54P  change was 
classified as a polymorphism.
  The  final  aim of this  study was  to find out more about the function of CLRN1 in retina  and 
cochlea.  Previous  studies with mice had shown that Clrn1  is  expressed in mouse cochlear hair 
cells  and spiral  ganglion cells, but the expression profile in mouse  retina  remained unknown. The 
Clrn1 knockout mice display cochlear cell disruption/death, but do not have a  retinal  phenotype. 
The  zebrafish, Danio rerio, has  been used successfully as a model  for other USH subtypes, thus 
zebrafish larvae were used in this  thesis to investigate Clrn1 retinal  function. Zebrafish clrn1 was 
found to be  expressed in hair cells  associated with hearing and balance. This  expression profile 
was  similar to that in mouse ear. Clrn1 expression was  also found in the inner nuclear layer (INL), 
photoreceptor  layer  and retinal  pigment epithelium layer  (RPE) of  the zebrafish retina. When 
Clrn1 production was knocked down with injected morpholino oligonucleotides  (MO) targeting 
Clrn1  translation  or  correct  splicing,  the zebrafish  larvae  showed symptoms  similar  to USH3 
patients. These larvae had balance/hearing problems and reduced response to visual stimuli. 
  The knowledge this research has  provided about the mutaDons  in  USH genes and the 
Finnish  USH mutaDon  spectrum  are  important  in  USH  paDent  diagnosDcs.  The  extended 







The  human retina  is  composed of seven main cell  types that create a laminated structure  only a 
few hundred micrometers thick. The sensory cells  are light‐sensitive photoreceptors  that absorb 
different  wavelengths.  The  information  absorbed  by  photosensitive  pigments   is   converted 
through chemical  processes  into  electrical  signals that  are  sent  to the brain, where they  are 
interpreted into what we experience as sight. The anatomy of the retina was reported as  early as 
1893 when Spanish histologist Santiago Ramon y  Cajal  published the first study of the  different 
retinal cell types (Ramon y Cajal, 1893). 
  The  retinal  cell  types  are organized  into functional  layers  (Figure 1).  The  light  travels 
through  the layers  to the  light‐sensitive cells,  photoreceptors.  The  photoreceptors  have  their 
nuclei  in the  outer nuclear  layer  (ONL) that is  separated from the  light‐sensitive  compartments 
located  on  the   other  side  of  the  outer  limiting  membrane  (OLM).  The  photoreceptor 
compartments beyond the OLM are  inner segment (IS) and outer segment (OS) connected by a 
connecting  cilium.  The  outer  segment  is   actually  a  modified  cilium.  The   inner  segment  is 
responsible  for  the maintenance of  the photoreceptor, and for  the synthesis  and transport  of 






end of  the OS which  are  reabsorbed  through  phagocytosis  by  RPE  cells  (Schraermayer  and 
Heimann, 1999). There are two types of photoreceptors, rods  and cones. Rods are  more sensitive 
to light and function in the dark, when we don’t see colours. Cones function during the  daytime, 
and different  cone  subpopulations  absorb  different  wavelengths  of  light,  which  enables  our 
colour vision. 
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  The   light  reaching  the  photoreceptor  OS  changes  the  conformation  of  light‐sensitive 
pigments,  such  as  rhodopsin  in  rod  photoreceptors,  and  activates  the  G  ‐protein  (guanine 
nucleotide‐binding protein) coupled cascade  that converts  the light signal to plasma  membrane 
hyperpolarization and affects  neurotransmitter release  at the  photoreceptor synapse (Rattner et 
al.,  1999).  This  reaction  to  light  is  called  the  phototransduction cascade,  in  which  the   light 
excitation in the  photoreceptor outer segment is  converted into an electrical  signal. This  signal is 
then relayed through photoreceptor synapses  in  the outer plexiform layer  (OPL) to the  bipolar 
cells  located in the  inner nuclear layer (INL). The electrical signal  is  transferred via  bipolar cells  to 
the ganglion cells  through another  synaptic  transfer  in  the inner  plexiform layer  (IPL).  In the 
ganglion cell layer (GCL) the ganglion cells  relay the electric signal  to the optic nerve and towards 
the brain (Wong, 2006). 
  The   photoreceptors,  bipolar  cells   and  ganglion  cells   form  the  primary  signal  relay 
mechanisms  in the  retina,  but  the correct  function of  the  retina  requires  auxiliary  cells  that 
modify the signal  received. For example, the amacrine  cells  connect to synapses  between bipolar 
and ganglion cells. These  connections form a  larger network that modifies  the  signal  leaving the 
retina.  Similarly,  the   horizontal   cells   connect  singular  photoreceptors   into  networks  of 
interconnected photoreceptors by connecting to photoreceptor synapses in the OPL. 
  The  seventh retinal cell type originally identified by Ramon y Cajal  is  the Müller cell, the 
primary glia  in the vertebrate retina. Müller cells  are  also the only cells that span through all  the 
layers in the  retina  from the inner limiting membrane (ILM) separating the retina  from the vitreus 






































(bipolar and retinal  ganglion cells), circuit neurons  (amacrine and horizontal  cells) and the retinal 
glia (Müller cells) are  generated in all  developing retinas  studied to date  in similar order. From 
larger  to  smaller  cells,  the   first  to  appear  are   ganglion  cells,  horizontal   cells   and  cone 
photoreceptors.  After  the   first  wave  of  retinal   cell  generation  amacrine  cells  are  produced 





  The   Müller  cells   envelope  the   synapses  on  both  plexiform  layers   during  retinal 
development  and  take   up  glutamate  released  in  the  neuronal   synapses.  The  glutamate  is 
converted by  glutamine synthetase  into  glutamine and recycled back to  the neurons  by  the 
Müller  cells.  Müller  cells  also  produce factors  promoting  neuronal  survival  especially  in  the 
damaged retina,  but Müller  cells  can also produce toxic factors  that  can contribute  to retinal 
degeneration  (Zahs  and  Esguerra,  2006).  The  RPE  is   also  important  in  controlling  the 





The  sensory epithelium able to detect sound waves  is located inside  a  hollow bony spiral in the 
inner ear called the  cochlea. The sensory epithelium within the cochlea  was  named the organ of 
Corti  after the man who discovered it, Marchese Alfonso Corti. He described the structure of the 
epithelium,  including the  outer and inner hair cells and tectorial  membrane, in 1851 (Figure 2) 
(Hachmeister, 2003).
  The  basic  sensory unit of the organ of Corti consists  of hair  cells,  supporting cells, otic 
neurons  and Schwann cells. The hair cells  can convert sound waves  moving through the cochlear 
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duct to electrical  signals, detecting sound waves  with stereocilia that move  when liquid inside the 
cochlear duct is  moved by the sound waves. The supporting cells  hold the sensory hair cells  in the 
correct pattern (Alsina et al., 2009). There  are  five different types  of supporting cells  that help to 
keep the hair cells  functioning properly (Ashmore and Gale, 2000). The otic neurons  connect the 
sensory cells to the brain through the spiral  ganglion (the ganglion of the cochlear nerve). The 
glia, Schwann cells, envelope  the neurons  and their axons  (Alsina, 2009; Becker et al., 1988). The 
morphology  of  sensory  hair  cells  differs  between  cochlear  and  the vestibular  system  (Kelley, 
2006a). The cochlea  also has two morphologically distinct hair cells. The inner hair cells  make up 
95 % of  the fibers in  the auditory  nerve,  whereas  the outer  hair  cells,  functioning  as signal 
enhancers, make up only 5 % (Ashmore and Gale, 2000; Becker et al., 1988).
  The  only “true” hair cell  cilium is the kinocilium that disappears  after functioning during 
development to orient the growth and shape of the graded rows of stereocilia. The  kinocilium has 
a  tubulin core whereas the  stereocilia are mechanosensory organelles  with F‐actin cytoskeletons 
(Petit, 2001; Saihan et al., 2009). The stereocilia  actin cytoskeletons are  anchored to the actin‐rich 
cuticular  plate located at  the  base of  the stereocilia  (Hasson et  al.,  1997).  The stereocilia  are 
tethered  together  in  graded  rows with  fibrous links  (ankle  links  and  tip  links).  Sound waves 
travelling through the inner ear move the stereocilia, this stretches the tip links between them. 
The  movement  of  tip  links  open the mechanosensory  channels.  Potassium  inflow  from  the 




vesicle then separates  into vestibular  and cochlear parts.  The cochlea  elongates  into a circular 
tube, the  cochlear duct, by the 8th week of fetal development (E8). A week after that the organ of 
Corti  starts  to develop. At this  same time, ganglion cell  processes  enter the base  of the  developing 
organ of Corti  (Moore and Linthicum,  2007).  Vestibular  hair  cells  start  to develop at  E12  and 










Usher  syndrome  (USH)  is  characterized  by  hereditary  deafness  and  blindness  with  variable 
vestibular  dysfunction.  The simultaneous  occurrence of  deafness  and retinal  degeneration  in 
patients was first reported in Germany by von Graefe  (von Graefe et al., 1858). Scottish doctor 
Charles  Usher was  the first to report that the retinal degeneration and deafness  were hereditary 
in   several   families   (Usher,  1914).  In  Finland,  Arto  Nuutila   studied  patients   with  retinitis 
pigmentosa and deafness  calling  the  disease  dystrophia  retinae  pigmentosa‐dysacusis  (DRD) 






























officially  classified as  USH in 1994 (Smith et al., 1994). The  prevalence of USH ranges between 




The  blindness  in USH patients is  caused by progressive retinal degeneration, retinitis  pigmentosa 
(RP) (Smith et al., 1994). RP is  the  most frequent cause of hereditary blindness  with an incidence 
of 1:3,500 worldwide (Sullivan et al., 1999). RP starts  with night blindness, followed by reduction 
of the peripheral  visual  field,  resulting in  tunnel  vision and complete blindness with the  loss of 
central  vision. Vision loss  in USH is  caused by photoreceptor degeneration (Jacobson et al., 2008). 
RP  first presents itself  in retinal  examinations with mottled pigmentation called bone spicules 
followed by changes of the  optic nerve  head and thinning of the retinal blood vessels  (Figure 3). 
RP can be caused by mutations in over 40 genes. To date, mutations  in 161 genes are known to 
cause retinal diseases (RetNet, http://www.sph.uth.tmc.edu/retnet/). 
  The  hearing loss  in USH is  sensorineural. The main finding in the  inner ear is degeneration 
of cochlear sensory cells and disorganization of hair  cell cilia that  lead to either progressive or 
congenital  deafness  (Davenport and Omenn,  1977;  Fishman et  al.,  1983;  Becker  et  al.,  1988; 
Smith et al., 1994). It is estimated that congenital deafness  occurs in 1 in 1,000 births. It has been 
approximated that half of the cases of congenital  deafness  are  caused by mutated genes  and the 
other half by environmental influences  (Resendes et al., 2001). Mutations  in  83 genes  are  known 









Usher syndrome has  been traditionally divided according to the  severity of the clinical  symptoms 





usually  post‐verbal  progressive hearing  loss  with  variable  onset  of  RP  and either  normal or 
variably affected vestibular function (reviewed in Yan and Liu, 2010).
Table 1. Clinical subtypes of Usher syndrome
USH subtype USH1 USH2 USH3





VesDbular funcDon abnormal normal abnormal/normal
  USH2 is  the most common USH subtype. Worldwide, 56‐67 % of USH patients  have USH2 
(Keats  and Savas, 2004; Petit, 2001). USH1 accounts for 30‐40 % of USH cases  worldwide (Espinos 
et al.,  1998; Hope et al., 1997;  Spandau and Rohrschneider, 2002). Subtypes  USH1B (mutated 
gene myosin VIIa) and USH2A (mutated gene usherin) together account for 75‐80 % of USH cases 
worldwide  (Pennings  et al., 2002). In 1994, when the  official  classification of USH was  made, an 




after  Sankila et  al.  (1995)  assigned  linkage  for  ten Finnish USH3  families  to  a new  locus on 
chromosome 3q21‐q25  and identified the causative gene, USH3A  (Joensuu et  al.,  2001).  One 
reason why USH3 was identified in Finland is  the USH subtype distribution. In Finland, the USH3 
subtype   is  more  common  than  in  the  rest  of  the  world  because  of  a   founder  effect  and 
subsequent  enrichment  of  the  founder  mutation  in  the small  and  relatively  isolated Finnish 
population. The proportion of different subtypes  among Finnish USH patients  are  approximately: 
34 % USH1, 12 % USH2 and 40 % USH3 while 14  % of patients  have unknown USH subtype 
(Pakarinen et al., 1995a). A similar prevalence  of USH3 patients  among USH cases  has  also been 
reported in Ashkenazi Jews (Ness et al., 2003). 
  Symptoms  of USH3 overlap with those of USH1 and USH2, making the  clinical  diagnosis 
difficult.  A  study  of  Finnish USH  patients  suggested  differences of  refractive errors  between 
different  USH  types:  USH3  patients   have  hypermetropia  with  astigmatism,  whereas  USH1 
patients have hypermetropia without  astigmatism,  and USH2  patients  have myopic  refractive 
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errors (Pakarinen et al., 1996). USH3 patients  have similar rates  of deterioration in visual  function 
compared to USH1B and USH2A patients. The  USH3 patients’  visual  field deterioration is  more 
severe  than in USH2A patients and is  similar to that in USH1B patients (Plantinga  et al., 2006). In 
the studied USH3 patients, rod dysfunction and loss  starts  from the peripheral  field  in the  first 
decade of  life and spreads  to the  central retina  in the  second decade.  The rod loss is  almost 
complete within the first two decades  of life. Some peripheral  cone function is still  present during 
the third decade.  Central cone  loss  is  gradual and  can  last  for  several decades.  There  is no 
evidence of malfunction  in  synaptic  activity  in electroretinograms  (ERG)  during USH3  retinal 
degeneration, but  the  ONL loss  accompanied by visual  symptoms suggests  that  photoreceptor 
degeneration is  involved in the USH3 pathogenesis  (Herrera  et al., 2008). The hearing loss in USH3 
patients is  highly  variable.  The patients  can have close to normal  hearing thresholds or  their 
hearing loss  can be more severe than in subtype USH2, closer to the  USH1 subtype level. Patients 






The  estimated  gene  count  of  the  human  genome  has  changed  over  the  years.  There  are 
approximately 20 000—25 000 protein coding genes  in the human genome that is  composed of 
23  chromosome pairs  (HUGO, 2004). Chromosomes are coiled DNA  structures, where DNA  is 
bound and packed around DNA binding proteins. Genes  are traditionally thought to be composed 
of exons  and introns. During the reading process of the gene, splicing of the intronic segments 
happens so that only  the exons  form the  coding region which is  translated into an amino acid 
sequence.  This  amino acid sequence folds into local  three‐dimensional  structures (secondary 
structure)  and  finally,  the  locally  folded  amino  acid  sequence   folds   into  the  main  three‐
dimensional  structure  (tertiary  structure).  After  the protein  is  correctly  folded  into  the  final 
structure, it is  possibly joined with other proteins into a  working complex (quaternary structure). 









direct  result  of  the  number  of  genes  we  have  (which  is   relatively  similar  to  several   other 
mammals), but rather, the complexity of the  transcripts  (and thus  proteins) that are generated by 
those genes (Johnson et al., 2003a; Matlin et al., 2005; Pan et al., 2008; Wang et al., 2008).
  The  transcriptional  activity of  a  gene is  controlled by  the  gene’s  promoter  region.  The 
promoter region is  divided into the  proximal promoter, which is  usually  located within 250 bp 
upstream  of  the  transcription  start  site,  and  the distal  promoter,  which  includes  regulatory 
elements   (either  inhibiting  or  enhancing  transcription)  further  upstream  or  downstream  of 
transcription start site. Our knowledge about the promoter region has  also changed over time. A 
simple single  promoter  region controlling  the expression  of  a single,  always  similarly  spliced 
variant, has  changed into a  complex network of alternative splice  variants  possibly controlled by 
multiple  promoter  regions.  If a gene has  an alternative 5’  end which generates  an alternative 
splice variant, there  is also an alternative proximal promoter region regulating this new variant. 
On the other hand, a certain gene  may have the same transcribed sequence in different tissues, 
but alternative  active  promoters. Approximately 18 % of genes  have  alternative promoters  that 
control their expression (Landry et al., 2003). 
  Although the definition of a  gene  has  evolved to be more complex and closer to reality in 
recent years, we cannot even now assume that we know the  whole truth about what comprises  a 
gene and influences its function. 
Figure 4. Progressive understanding of  gene structure. The  tradiDonal deﬁniDon of  a  gene (1.) was 
one promoter controlling  the transcripDon and splicing of  the exons (A) of  a single spliced transcript 
(B) encoding an open reading frame (ORF) (C) translated into a  protein (D). The reﬁned deﬁniDon of a 









B) Exons included in the spliced transcript
C) The spliced sequence translated / functional RNA
1. Traditional definition of a gene:
2. Refined definition of a gene:
D) Protein


































E) Exons included in the spliced transcripts
F) All the genes in the original genomic region
5’ 3’
  3.2 Genes behind USH subtypes
The  genes  that cause  USH when mutated range in  size from the three exon clarin 1 (CLRN1) 
causing USH3 to “G ‐Protein coupled Receptor 98” (GPR98) with 90 exons causing USH2C (Table 
2) (Adato et al., 2002; Weston et al., 2004). 
  Eight different chromosomal  loci  (USH1B‐H) have been mapped in families with USH1. To 
date, five genes  have been reported with mutations  in  these five  genes  causing different USH1 
subtypes. USH1B is  caused by mutated MYO7A (encodes  protein myosin VIIa) (Kimberling et al., 
1992;  Smith et  al.,  1992;  Weil  et  al.,  1995),  USH1C  by  mutated USH1C  (harmonin)  (Bitner‐
Glindzicz et al., 2000; Smith et al., 1992; Verpy et al., 2000), USH1D by mutated CDH23 (cadherin 
23)  (Bolz  et  al.,  2001;  Bork  et  al.,  2001;  Wayne  et  al,  1996),  USH1F  by  mutated PCDH15 








  Four  loci (USH2A‐D) have been associated with USH2,  but  the USH2B  locus  was later 
withdrawn by Kremer et al., (2006). The  disease‐causing genes  in  the three  remaining loci  have 
been found: USH2A  is  caused by mutations in USH2A  (encodes protein usherin) (Eudy  et  al., 
1998a;  Weston  et  al.,  2000),  USH2C  by  mutations  in VLGR1  (very  large  G‐protein‐coupled 
receptor  1[VLGR1]/mass1/GPR98)  (Weston  et  al.,  2004)  and USH2D  by  mutations  in WHRN 
(whirlin) (Ebermann et al., 2007a). Mutated USH2A is  estimated to account for 85 % of all USH2 
cases (Pieke‐Dahl et al., 1997; Weston et al., 2000).
  USH3A was  mapped to locus  3q21‐25 and the CLRN1 gene was  discovered in this region 
(Sankila et al.,  1995). Another  subtype USH3B was  mapped to locus  20q, but  the  gene  in this 
region is  still  unknown (Petit, 2001). USH modifier gene PDZD7 is  located in 10q24.31. Mutated 
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  Several  USH genes can harbor mutations  that cause nonsyndromic deafness rather than 
USH: MYO7A  (DFNA11  and DFNB2),  USH1C  (DFNB18),  CDH23  (DFNB12),  PCDH15  (DFNB23), 
WHRN  (DFNB31)  (Yan  and Liu,  2010),  missense and  inframe changes  in USH1C,  CDH23  and 
PCDH15 cause  nonsyndromic deafness and truncating mutations  cause USH (Saihan et al., 2009). 
USH2A can cause nonsyndromic retinitis  pigmentosa when mutated (RP39) (Yan and Liu, 2010). 
Recently,  two mutations in CLRN1  have been  reported  to cause autosomal  recessive  retinitis 
pigmentosa (arRP) (Khan et al., 2011). Studies  with siblings, including twins, with USH2A point to 
environmental factors  and genetic modifiers as  the main modifiers  of USH phenotype (Bernal  et 
al., 2005; Liu et al., 1999a).
  3.3 Progress from the USH3A locus to the CLRN1 gene
After the USH3 locus  was  localized to 3q21‐q25 (Sankila et al., 1995) and the area  was  refined 
further  (Joensuu et  al.,  1996;  Joensuu et  al.,  2000),  the USH3A  gene was  identified  in 2001 
(Joensuu et al., 2001). In this  first study the  USH3A gene was  reported to have  four exons with a 




analysis  (Joensuu et al., 2001). The name of the gene  was  later changed to clarin 1 (CLRN1) when 
it was found that the original four exon splice variant is  rare and the main variant has only three 
exons, the first one  upstream of the  original  first exon. This  main variant has  a  coding region of 
696 bp encoding a 232 aa  long protein with four predicted transmembrane regions (Adato et al., 





Discussion). The mutations  discovered in Finnish USH patients  are  p.M120K (in combination with 
the Finnish founder mutation) and p.Y176X  (Finnish founder  mutation identified  in  all  Finnish 
patients either in  homozygous or heterozygous  state). There is  another USH3 founder mutation, 
p.N48K, in the Ashkenazi  Jewish population responsible for similar a  USH subtype distribution as 
26
in  the  Finnish population (Adato et al.,  2002; Fields  et  al., 2002;  Ness  et  al.,  2003). The  other 
mutations   have  been  described  in  sporadic  cases/families   throughout  the  world.  Several 
sequence polymorphisms  have  been identified in CLRN1 exons,  introns  and promoter  regions. 
These have been categorized as benign changes (Adato et al., 2002; Fields et al., 2002). 
4. Usher syndrome proteins
USH  proteins   funcDon  in  cell   adhesion,  intracellular  transport,  scaﬀolding  and  signal 
transducDon.  Five   USH  proteins   are   transmembrane  proteins  and  four  are   soluble 
cytoplasmic proteins (Table 3).
Table 3. Proteins coded by the USH genes, their sizes and predicted/known funcDons.
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The  USH1 proteins  have  different  functions. They  function in transport, cell‐cell adhesion or as 




Weil  et al., 1996). IQ motifs  are  part of the rigid structure  functioning as a  mechanical lever in 
myosin, and the number of them determines the  length of the step for the  myosin protein along 
the actin filament (Bähler and Rhoads, 2002). The FERM domain is  a module involved in localizing 
proteins  to  the  plasma membrane,  especially  in several  cytoskeletal  associated  proteins  like 
MYO7A that interface between the plasma membrane and the cytoskeleton (Chishti  et al., 1998). 
MYO7A is  involved in intracellular  lysosome transport, opsin transport through the connecting 
cilium  in  photoreceptors  and  melanosome  transport  in  RPE  cells  as  well   as  RPE65  correct 
localization. RPE65 is  an enzyme that catalyzes  all‐trans‐retinyl  ester conversion to 11‐cis retinol in 
the retinoid cycle. These are  some  of the  processes  MYO7A is involved with and problems with 
these could cause USH1 (Liu et al., 1998a; Liu et al., 1999a; Soni et al., 2005; Lopes et al., 2011). 
  Cadherin  23  (CDH23)  and  protocadherin  15  (PCDH15)  are  transmembrane  cell‐cell  
adhesion proteins.  CDH23 has  a  single  transmembrane domain,  27  extracellular Ca2+  ‐binding 
domains  (cadherin  domain),  and an intracellular  PDZ  (post‐synaptic  density,  disc‐large,  Zo‐1) ‐
domain binding motif (PBM). PCDH15 has  also only one  transmembrane domain, an intracellular 
PBM  domain and either  eleven  (isoform A)  or  one (isoform B)  extracellular  cadherin domain 
(Alagramam et al.,  2001; Bolz et al.,  2001;  Di  Palma et al., 2001a, 2001b; Reiners  et al., 2006; 
Wilson et al., 2001; Yan and Liu, 2010). 
  Harmonin  (USH1C)  and  “scaﬀold  protein  containing  ankyrin  repeats   and  SAM 
domain”  (SANS) are scaffold proteins. Harmonin has  three  isoforms. The shortest  isoform has 
two PDZ domains  and one  coiled‐coil  domain, a  longer isoform has  three PDZ domains and one 
coiled‐coil domain while the  longest isoform has  three  PDZ domains as well as two coiled‐coil 





Usherin (USH2A) has  two alternative  splice isoforms. The  shorter isoform encodes  an extracellular 
matrix protein and the longer isoform encodes  a  larger protein with a transmembrane region and 
a  short cytoplasmic PBM domain. Both USH2A proteins  have a signal  peptide in the N‐terminus 
and several  binding domains: a  laminin G domain, 10 laminin EGF domains, four fibronectin type 
III  (FN3) domains, and a  laminin VI domain. The  longer  isoform has two additional  laminin G 
domains,  28  FN3  domains,  as  well  as  one transmembrane domain and  an  intracellular  PBM 
domain (Bhattacharya et  al., 2004;  Eudy  et al., 1998a, 1998b; Liu et al., 2007;  van Wijk et al., 
2004). 
  “G‐protein  coupled  receptor  98”  (GPR98)  is  a  member  of  the  serpentine G‐protein 
coupled receptor  superfamily. The  GPR98 protein has  laminin G‐like binding domain, 35  Ca2+  ‐
binding  calcium  exchanger  β  (Calx)  domains,  7  protein‐protein  interaction  EAR  (epilepsy 
associated  repeat)/EPTP  (Epitempin  repeat)  repeats,  7  transmembrane   regions  and  an 
intracellular PBM domain (Scheel  et al., 2002; Skradski  et al., 2001; Staub et al., 2002; Weston et 






does  not have  any clear functional  domains, CLRN1 shares homology with the tetraspanin family 




have  different  functions.  In  this   interactome  CDH23,  GPR98,  PCDH15  and  USH2A  are 
transmembrane proteins (Bahloul  et al., 2010; Maerker et al., 2008; Reiners  et al., 2005a, 2006; 
van Wijk et  al.,  2006).   USH1C,  SANS and WHRN are the scaffold proteins  that  link  the USH 
proteins  into a  functional  network (Bahloul et  al.,  2010; Maerker  et  al.,  2008;  Reiners  et  al., 
2005a, 2006;  Yan and Liu, 2010; van Wijk et al., 2006). It has  been proposed that USH1C  and 
29
WHRN function as  scaffold proteins in the inner ear while WHRN and SANS function as  a  scaffold 
in  the retina (Maerker et al., 2008). MYO7A interacts  with USH1C and SANS and through them 
connects the USH interactome to the actin cytoskeleton. MYO7A functions in transporting cargo 
along the actin filaments  (Reiners  et al., 2006). The  scaffold proteins  USH1C  (Adato et al., 2005; 
Siemes  et al., 2002), WHRN (Delprat et al., 2005), SANS (Adato et al., 2005) and transport protein 
MYO7A (Kremer et al., 2006) also form homodimers. The USH interactome has  been suggested to 
function in cell  polarity and cell‐cell  interactions  (Yan and Liu, 2010). So far, CLRN1 has  not been 
directly linked to the  USH protein network. The similarity of the symptoms  in patients  with CLRN1 
mutations  and in patients with mutations in other USH genes suggest that CLRN1  is  somehow 
linked to this Usher protein interactome and its function.
  Several  other  proteins  have been associated with the Usher  protein  interactome.  For 
example,  when PDZD7  is mutated and inherited together with mutated USH2A  or VLGR1  the 
mutated PDZD7 modifies the  USH phenotype. PDZD7  is  a homolog to WHRN and USH1C  and 
linked  to  the  USH  interactome  as  a   scaffold  protein  (Ebermann  et  al.,  2010).  Vezatin  is   a 
transmembrane protein that  links  MYO7A  to membrane cadherin‐catenin  complexes  (Küssel‐
Anderman et al., 2000). WHRN has  been reported to function as a  scaffold to “L‐type calcium 
channel  subunit  Cav1.3(α1D)”  (encoded  by  CACNA1D).  WHRN  and  Cav1.3(α1D)  colocalize  in 
photoreceptors  connecting cilia and synapses. Cav1.3(α1D) subunit  is assumed to have a  similar 
function  as   the  CACNA1F  subunit,  which  is   thought  to  mediate  neurotransmitter  release. 
Cav1.3(α1D) is  associated with X‐linked congenital  stationary night blindness and X‐linked cone‐rod 
dystrophy (Bech‐Hansen et al., 1998; Berntson et al., 2003; Jalkanen et al., 2006; Kersten et al., 
2010; Strom et al., 1998). NBC3 is a  sodium bicarbonate  cotransporter responsible for disposal  of 
acid H+ accumulating in neuronal cells. This  protein has  been proposed to be a part of the  Usher 




USH manifests  itself  as  retinal  and  cochlear  cell  dysfunction.  Though  these  organs  are very 
different,  they  share   similar  functional   structures.  Hair  cells   in  the   inner  ear  and  retinal 
photoreceptors  both  have  non‐motile  cilial  structures  as  well  as  special   synaptic  structures, 
ribbon synapses. The  ribbon synapses  are presynaptic structures  and come in various  shapes  and 
sizes. They  tether hundreds  of synaptic vesicles near calcium channels  controlling exocytosis  of 
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these vesicles  into the  synaptic cleft directly across  from postsynaptic glutamate  receptors. This 
enables  rapid and continuous release of neurotransmitters. The  ribbon synapses  are present only 




In photoreceptors  most USH proteins  localize near  the  connecting cilium. The connecting cilium 
has  a  central  axoneme structure  composed  of  acetylated  tubulin.  The  tubulin  core  anchors 
protein complexes and functions  as  a  route for tubulin associated molecular motor proteins  to 
carry proteins  up and down the cilia  (Liu et al., 2010). In the  connecting cilium, SANS may connect 
the membrane associated USH protein interactome to the  tubulin cytoskeleton whereas  MYO7A 
mediates  the  transport  along  actin  filaments  (Maerker  et  al.,  2008).  USH  proteins  form  an 
interactome also  in the  periciliary  scaffold, which functions  in the transport of vesicular  cargo 




al.,  2006).  In this  interactome the scaffold proteins SANS and WHRN  bind to the  intracellular 




  All  USH proteins  have been detected in the ribbon synapse region of photoreceptor cells 
and in the plexiform layers  of the retina. In synaptic regions the USH proteins are  thought to form 
an interactome  similar to the  interactome in the  periciliary region, reaching through the synaptic 
cleft and participating with the  synaptic vesicular traffic (Kremer et al., 2006; Reiners  et al., 2003, 
2005a, 2005b; 2006; Reiners and Wolfrum, 2006; van Wijk et al., 2006). This  model  for the USH 
protein  interactome   in  synapses  is  widely  accepted  even  though  some studies  have  found 
contrasting  results, where USH proteins  could not  be found in the retinal  synapses  (Liu et  al., 
2007;  Williams,  2008).  PDZD7  does  not  localize  into  the  photoreceptor  synapse.  However, 
mutated PDZD7  has  only  been identified to modify  the  USH phenotype  in USH patients when 
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combined with  mutated USH2A  or  VLGR1b  (Ebermann  et  al.,  2010).  PDZD7  localization  in 
photoreceptor cilia, but not in the photoreceptor synapse, suggest that either the crucial  function 
of  the USH protein  interactome  is  in  the  synapse  and  the absence of  the  USH  interactome 
function in connecting cilia only aggravates  the  USH phenotype or that the PDZD7 function in the 
connecting cilia  can be augmented if PDZD7 is  mutated unless  USH2A and VLGR1 are  mutated as 
well. There is  clinical  evidence  for synaptic function of the USH protein interactome as  the Cdh23 
mutant  mouse  has   attennuated  ERG  a‐  and  b‐wave  amplitudes   suggesting  abnormal 

































































  USH proteins  are not  exclusively  localized  to photoreceptor  connecting  cilia/periciliary 
ridge region  and  synapses. MYO7A,  which  is  associated with F‐actin  traffic,  functions  in  the 
transport of phagocytosized outer segment sections  and melanosomes along actin filaments in 
RPE  cells  (Hasson et  al., 1995;  Liu et  al., 1998a, 1999b; Gibbs  et al.,  2004). USH1C  has been 
localized  into  outer  segment  disk  membranes  where  it  may  function  in  organizing 
macromolecular complexes. PCDH15 is  also localized to the outer segment plasmamembrane and 
disk membranes. PCDH15 as  well  as  GPR98, SANS, USH2A and WHRN have been suggested to be 
part of cell‐cell  adhesion between photoreceptors  and photoreceptor contacts  with the  Müller 
glia cells  by their presence in  the OLM region associated with these  functions  (Kremer et al., 2006; 
Reiners  et al., 2003, 2005b). CDH23, SANS, USH2A and WHRN have been localized to the  basal 
body near  the base of the connecting cilium (Maerker et al., 2008; Reiners  et al., 2005a, 2006; 
Williams  et  al.,  2009).  PDZD7,  a  modifier  protein  for  USH,  has   also  been  identified  in 
photoreceptor outer segments and in the base of connecting cilia (Ebermann et al., 2010).
  Aside  from photoreceptors and OPL, USH proteins  have been reported in other layers  of 
retina  (Figure 6). PCDH15  has been localized to the  IPL,  OLM  and GCL  (Ahmed et  al.,  2003a; 
Reiners  et al., 2003; 2005b), MYO7A to RPE (Hasson et al., 1995; Liu et al., 1997a), USH2A to OLM 
and Bruch’s membrane, GPR98 to OLM and RPE precursor cells, USH1C to IPL, Müller cells and 

























































In cochlea all  the  USH proteins  have been localized to the  inner  ear hair  cells  (Figure 7). The 
reported USH protein localizations  and interactions  have  suggested specific  roles for  the  USH 
proteins  in the  hair cells  especially in the  development of stereocilia  and/or kinocilia  (Saihan et al., 
2009). The USH proteins have been suggested to form an interactome similar to the periciliary 
interactome in photoreceptors  especially at the ankle links of developing stereocilia  (Michalski  et 
al., 2007).  Transmembrane USH2A and GPR98 proteins  function in forming the  transient ankle 
links between stereocilia (Adato et al., 2005; McGee et al., 2006). Transmembrane  CDH23 and 
PCDH15 proteins  are part of the transient  lateral links  and kinociliary  links.  In  the later stage of 
development CDH23 and PCDH15 form heteromeric complexes  in the  stereocilia  tip links. Scaffold 
protein  USH1C  isoform  b  has   a  similar  localization  pattern.  It  is  detected  along  the  entire 
stereocilia  during  development,  but  later  USH1C  isoform b  is   localized mainly  to  the  tip  of 





  MYO7A is  also connected to vezatin, a transmembrane protein that provides  another link 
from the plasma membrane to the  actin cytoskeleton. Vezatin localizes to the junctions between 
hair cells  and supporting cells. Likewise  MYO7A colocalizes  to the pericuticular necklace between 
adherens  junctions  and the cuticular plate (Hasson et al., 1997; Küssel‐Andermann et al., 2000). 
MYO7A most likely functions  in transporting the  other USH proteins along the  stereocilia as well 
as  vesicle traffic  and membrane uptake  in the pericuticular  necklace region (Richardson et al., 
1997; Rhodes  et al., 2004). USH1C likely functions in cell polarity as  well  as  cell‐cell  interactions 
(Johnston et al., 2004; Yan et al., 2006). The scaffold protein WHRN is  linked to F‐actin growth 
(Mburu et  al.,  2003). The  localization of SANS in the cuticular  plate region and reports  that  it 
interacts  with MYO7A as well  as  CDH23 and USH1C suggest a  role  for SANS in trafficking the USH 
proteins towards the stereocilia (Yan and Liu, 2010; Saihan et al., 2009; Weil et al., 2003).
  The  fact that USH proteins associate with cilia  both in the  photoreceptors  and in the inner 
ear hair cells, as well  as  in tissues like olfactory epithelium and spermatozoa  (Adato et al., 2002; 
Barrong et al., 1992; Hunter et al., 1986; Reiners et al., 2006; Saihan et al., 2009; Wolfrum et al., 
1998), is  the reason why USH has  been classified as  a ciliopathy  even though the USH disease 
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et al., 2011), SANS  (Adato et al., 2005), USH1C (Böeda  et al., 2002) and USH2A  (Adato et al., 2005) are 




  All  the USH proteins also localize to the  hair cell  synaptic region. The hair cell  synapse, like 





function in stereocilia  development  and thus  correct  hair  bundle organization. Nonsyndromic 
deafness, DFNB12, is  caused by missense  mutations  in  CDH23, which allow normal  hair bundle 
organization but  cause tip link  loss leading to mechnotransduction defects  (Schwander  et  al., 
2009).
  USH proteins in cochlea  are not exclusively present in hair cells. USH proteins  or USH gene 




There are naturally  occurring mouse models for  six  of  the USH  subtypes: MYO7A  (shaker‐1), 
CDH23  (waltzer), PCDH15  (Ames waltzer), SANS  (Jackson  shaker), WHRN  (whirler) and USH1C 
(deaf  circler)  as  well   as   genetically  modified  mouse  models   GPR98  (VLGR1del7TM),  USH1C 
(Ush1c216AA), USH2A‐/‐ and whirlin‐/‐. Only three  of these  models develop retinal  degeneration. 
Deaf  circler  (USH1C)  has  mild  peripheral  retinal   degeneration  (Johnson  et  al.,  2003b),  the 
Ush1c216AA knock‐in mouse  has  progressive retinal  degeneration starting at the  periphery (Lentz 
et  al.,  2010)  and  USH2A‐/‐  knockout  mouse  has  normal   retina  at  birth,  but  later  undergo 
photoreceptor degeneration (Liu et al., 2007). Whirlin‐/‐ mice have shortened photoreceptor outer 
segments and thinner photoreceptor nuclear layers. These changes  indicate that the  USH mouse 
model  develops  late‐onset retinal  degeneration (Yang et al., 2010). Shaker‐1 (MYO7A), waltzer 
(CDH23), Ames waltzer (PCDH15) and VLGR1del7TM mice  have reduced ERG amplitudes. Shaker‐1 
(MYO7A)  mouse  also  has   increased  opsin  levels   in  the  photoreceptor  connecting  cilia   and 
aberrant  melanosome and phagosome localization in  the RPE.  However,  none  of  these four 
mouse models  have  a  retinal degeneration phenotype (Williams, 2008), although shaker‐1 mouse 
was  recently reported to be  susceptible  for light induced rod photoreceptor degeneration caused 
by delayed transducin translocation (Peng et al., 2011). The mouse retina  consists mostly of rods 
whereas the  human retina  is  cone‐dominated (Chang and Harris, 1998; Harris  and Messersmith, 
1992). The differences  in retinal  composition and subsequent molecular differences  could be  the 
reason why only four mouse models  develop some kind of retinal degeneration and none of the 
USH mice  develop RP similar to human USH patients. All  the USH mouse models  show abnormal 
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inner  ear  hair  bundle  morphology  that  leads  to  hearing  deficits   and hair  cell  degeneration 
consistent with the human disease phenotype.
  The  discrepancy  in  the ear  and eye symptoms between human and mouse has been 
hypothesized to be  caused by species specific alternative splicing of the  USH genes,  functional 
redundancy of USH proteins  in mouse or slow progression of retinal  degeneration compared to 
the short mouse lifespan (Ahmed et al., 2003b; Liu et al., 2007). For example, Ush1c is  expressed 
at lower levels in the mouse  retina  than in the ear, which could implicate a greater importance  for 
Ush1c in the  ear and explain the start of the  decline in ERG amplitude at 11 months  whereas  the 
ear  dysfunction  is  present  at  birth (Tian et  al.,  2010).  There  is  also a mouse  model  for  the 
nonsyndromic  deafness  DFNB12  with  a  missense mutation  in  cdh23  (salsa).  Curiously  this 
mutation in the  salsa mouse only affects  mechanotransduction in the hair cells, but not the hair 
bundle  shape, which might also explain the  nonsyndromic deafness  in human patients (Yan and 
Liu, 2010). The USH mouse models have increased the  knowledge  about USH protein function in 
the hair cells. For example, the role  for MYO7A in transport is  supported by the  findings  in the 
MYO7A mutant mouse (shaker‐1).  In this  mouse model  other  USH proteins  (USH1C, PCDH15, 
GPR98, USH2A and WHRN) are  mislocalized in the stereocilia  (Böeda  et al., 2002; Michalski  et al., 
2007; Senften et al., 2006). The shaker‐1 mouse has  also shed light to MYO7A function in retina. 
In photoreceptors,  opsin concentration  is  increased in the  connecting cilium, and  in the RPE, 
melanosome and phagosome  localization is  abnormal (Gibbs  et al., 2003; Gibbs  et al., 2004; Liu et 
al., 1998a, 1999b). 
  5.2 Zebrafish
Since  most USH mouse models do not develop retinal  degeneration similar to the  human USH 
pathology  other  disease  models   have  been  studied.  Zebrafish  has  become  an  interesting 
alternative as a USH model organism. 
  Zebrafish  development  is  fast  compared  to  mouse.  The  chorions   and  embryos  are 







and Saszik, 2001). Zebrafish are  diurnal  and rely more  on visual information for  survival  when 
compared to rodents. Zebrafish have four different types  of cones  with opsins  sensitive  to red, 
green, blue and UV light (Nawrocki, 1985; Vihtelic, 1999; Chinen et al., 2003). The proportion of 




  The  zebrafish ear is  comparable to the inner ear of mammals, although the  structures  are 
different. Although zebrafish lack cochlea, the mechanosensory hair cells  necessary  for balance 
and hearing are concentrated in five sensory patches  within the  ear capsule. These  hair cells are 




USH models  with mutated USH genes: mariner  (USH1B, myo7a), sputnik  (USH1D,  cdh23) and 
orbiter  (USH1F,  pcdh15). Myo7a  and cdh23 mutants have balance problems,  and the  myo7a 
mutant has  defects  in melanosome  localization in the RPE. Due to an ancient genome duplication 
event  the zebrafish possesses  two copies of pcdh15. Pcdh15a  functions  in hearing and balance 
and pcdh15b functions  in  photoreceptor  outer segment formation. MO knockdowns  have  also 
been made  for  ush1c,  ush2a  and  gpr98.  These  knockdown models  for  USH  have  balance 
problems and reduced visual function (Williams, 2008).
6. Development of gene therapies
The  final  goal  for  the USH research is  to understand the cause  for  the  syndrome and develop 
potential cures  for the  disease. Now that most,  if not all,  of the USH genes are known,  gene 
therapy has  become the  ultimate  goal for USH research (Williams, 2008). Gene  therapy trials  are 
already in progress  for other retinal  diseases. The RPE65 gene  therapy research to cure the dog 
model for Leber congenital  amaurosis  was  successful  and promising long‐term results  have  been 
gained with Leber congenital  amaurosis  patient gene therapy trials (Cideciyan et al., 2008, 2009; 
Hauswirth et al., 2008).
  USH gene  therapy  research  is already  under  way. For  example, MYO7A,  the causative 
gene for USH1B, has been successfully transducted using a  lentiviral  vector to cultured RPE cells 
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from Myo7a  knockout mice.  The transduction was  followed by MYO7A  expression  correcting 
melanosome motility and phagosome digestion in RPE cells. Melanosome localization and opsin 
transport  returned  to normal  levels  when  this  same  transduction was  done in  vivo  in  these 
knockout mice (Hashimoto et al., 2007).
  Other  therapies   for  USH  are  also  under  investigation.  One   of  the  most  recent 
developments   is   using  aminoglycosides  to  enable  translational  read‐through  of  nonsense 
mutations.  In subtypes  USH1C  (underlying  gene  USH1C) and USH1F  (pcdh15) aminoglycoside 
treatments have been reported to enable translation of functional proteins  in cell  culture studies 
(Goldmann et al., 2010; Rebibo‐Sabbah et al., 2007). USH1C nonsense mutation read‐through has 
also been studied using a  compound called PTC124 in cell  cultures, retinal  cultures  and in vivo in 






found in Finnish patients  during the identification of  the gene (Joensuu et al., 2001).  The two 
USH3 mutations were the only USH mutations known in Finland prior to this study. The molecular 
epidemiology of other USH types in Finland was  unknown. After the  discovery of the CLRN1 gene, 
11 other USH3 mutations were discovered worldwide  (Adato et  al.,  2002;  Aller  et  al.,  2004a; 
Fields  et al., 2002; Joensuu et al., 2001; Ness et al., 2003; Sadeghi  et al., 2005). The expression of 












Altogether 45  Finnish patients, 40 Canadian patients and 2 US patients  were  included in the 
mutation studies (Figure 8). All  the patients  gave informed consent before sample collection. The 




project was approved by the  Ethics  Committee of the Department of Medical  Genetics, University 
of Helsinki. Zebrafish experiments in the  unpublished data  (U) were approved by the  Institutional 
Animal Care and Use Committee (IACUC) and performed in the wild‐type Oregon AB background. 
Stage I
CLRN1 main exons sequenced (I-IV & U, 2005-2011)
45 Finnish patients:   2 USH1  -> MYO7A sequenced (I, 2006)
      7 USH2 
      22 USH3
      14 USH subtype unknown
      ------------------------------------
      45 Finnish USH patients
40 CANADIAN PATIENTS:  USH1: 2
      USH2: 9
      USH3: 3
      26 USH subtype unknown
      -----------------------------------
      40 Canadian USH patients
2 US PATIENTS:    USH3: 2
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 Mutations not identi!ed in main CLRN1 variant -> alternative exons sequenced (III, 2010)
67 patients (III, U): 29 Finnish patients
    38 Canadian patients
USH mutation chip study (II, 2011)
12 Finnish patients included
------
9  no mutation identi!ed in CLRN1 (main or alternative exons)
3    patients with known CLRN1 mutation, but atypical USH phenotype/only hearing loss. 
 Study done in order to explore the reason for the atypical phenotype
 
 
USH patients with mutations/sequence variations identi!ed in more than one USH gene
 USH2A sequenced: 3 patients
 MYO7A sequenced: 2 patients
4 patients with mutations/potential mutations in more than one USH gene 
 ->family members studied
Stage II










DNA was extracted and purified either with OrageneTM  saliva  kits  (DNA Genotek Inc., Ottawa, 
Canada)  or  DNA  Purification  Kits  (Gentra  Systems,  MN,  USA).  RNA  was  extracted  with  the 
RNeasy®  mini kit  (Qiagen, Germany), RNAqueous®  ‐4PCR Kit  (Ambion Inc.,  TX,  USA) or  using 
TRIzol® reagent (Invitrogen, ON, USA) and cDNA synthesized with the  M‐MLV enzyme (Promega, 
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WI, USA). Polymerase chain reactions  (PCR) were  performed with Advantage® ‐GC  2  (Clontech, 
CA, USA), Amplitaq GoldTM  (Applied Biosystems, CA, USA), Biotools  DNA  Polymerase (Biotools 
B&M  Labs,  Spain),  DynazymeTM  II  DNA  polymerase  (Finnzymes,  Finland),  FastStart  Taq  DNA 
polymerase  (Roche,  Germany) or  Titanium®  Taq  (Clontech).  The amplification  conditions are 
described in the articles. When required the amplified samples  were run through an agarose  gel 
and the  size  separated DNA  samples were extracted with the QIAquick®  Gel  ExtracDon Kit 
(Qiagen). The PCR products  were  purified using Exo‐SAP (USB, OH, USA) and sequenced using the 
ABI PRISM  BigDye®  Terminator  v3.1  Cycle  Sequencing Kit  (Applied Biosystems) and ABI3730 
Automatic DNA sequencer (Applied Biosystems). 
2.2 Sequence and mutaCon analysis (I‐IV)
Sequences  were  analyzed  using  Sequencher  4.1  (Gene  Codes  corporation,  MI,  USA)  and 
compared to the control  sequences  obtained either from healthy individuals or from databases 
(Aceview:  [http://www.ncbi.nlm.nih.gov/IEB/Research/Acembly/],  EMBL‐EBI  [European 
Molecular Biology  Laboratory’s  European Bioinformatics  Institute]: http://www.ebi.ac.uk/, NCBI 
[National Center  for Biotechnology  Information]: http://www.ncbi.nlm.nih.gov/,  UCSC  Genome 
Browser  [University of California Santa Cruz]:  http://genome.ucsc.edu/).  Some of  the patient’s 
DNA samples were also analyzed by  a USH mutation chip constructed by  the arrayed primer 
extension  (APEX) method  (Asper  Biotech,  Estonia).  Restriction  enzyme digestion was  used  in 




Primers  were  designed  by  Primer3  (http://frodo.wi.mit.edu/cgi‐bin/primer3/primer3_www.cgi) 
when possible.  Sequence comparisons  and searches  were performed with NCBI‐BLAST  (http://
blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) and UCSC Genome Browser Blat (http://genome.ucsc.edu/cgi‐bin/
hgBlat).  ClustalW  (http://www.ebi.ac.uk/Tools/clustalw2/index.html)  and  LALIGN  (http://
www.ch.embnet.org/software/LALIGN_form.html) programs were  used  to compare protein and 
DNA  sequences.  Protein weights  were predicted using  the Protein Molecular  Weight  Program 
(http://www.bioinformatics.org/sms/prot_mw.html),  transmembrane  regions  using  TMHMM2.0 
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(http://www.cbs.dtu.dk/services/TMHMM/)  and  TMpred  (http://www.ch.embnet.org/software/
TMPRED_form.html). CpG  islands  were identified with EMBOSS CpG island prediction software 
(http://emboss.ch.embnet.org/wEMBOSS/) and transcription factor binding sites  with TESS (http://
www.cbil.upenn.edu/tess).  The  pathogenicity  of  sequence  variations  were  studied  with  ASSP 
(http://es.embnet.org/~mwang/assp.html),  MutationTaster  (http://www.mutationtaster.org/), 
NNsplice  (http://www.fruitfly.org/seq_tools/splice.html),  PolyPhen‐2  (http://
genetics.bwh.harvard.edu/pph/)  and  Spliceview  (http://zeus2.itb.cnr.it/~webgene/
wwwspliceview_ex.html).  Sequence   evolutionary  conservation  was   studied  using  the   UCSC 
Genome Browser (UCSC: Human, Rhesus, Mouse, Dog, Chicken [ http://genome.ucsc.edu/]).
2.4 Recombinant DNA techniques (III, IV)
Ampliﬁed  promoter  DNA  segments were  inserted  into  pGluc‐Basic  vector  (New  England 
BioLabs,  MA,  USA).  CLRN1  coding  region  and  alternaDve  splice  variants,  ampliﬁed  by 
designing primers  to the known or predicted exon sequences within the  CLRN1  region and 
nearby  ESTs,  were cloned  into  TOPO  TA  cloning vectors (Invitrogen,  CA,  USA).  The CLRN1 
coding region was  also inserted into hemaggluDnin (HA)‐tag containing phCMV3 Xi cloning 
vector  (Gene  Therapy  Systems  Inc.,  CA,  USA).  The  QuickChange  site‐directed  in  vitro 
mutagenesis  kit  (Stratagene, CA, USA) was  used to mutate  the  wt CLRN1 vector and create 
the USH3 mutant vector constructs. 
2.5 Cell culture studies (II‐IV, U: unpublished work)
PaDent and healthy control  lymphoblastoids  cell  lines were cultured and used as  a  source of 
RNA. Mouse  reDnal  primary neurons were cultured by  homogenizing dissected fetal  mouse 
reDnas,  E14‐E16,  in  PBS.  Aer  DNase  I   (Roche)  and  Trypsin‐EDTA  (HUSLAB,  Biomedicum 
Helsinki, Finland) treatment, the cells  were mixed in Neurobasal® medium (Gibco, CA, USA) 
with  Gibco®  B‐27  supplement  (Gibco)  and Penicillin‐Streptomycin  anDbody  (HUSLAB)  and 
plated  on  Matrigel™  Basement  Membrane  Matrix  (Becton  Dickinson  Labware,  NJ,  USA) 
coated cell  culture dishes. The cells  were incubated at +37˚C and transfected three days aer 
plaDng with CLRN1‐HA  (phCMV3 Xi) plasmid.
Baby  hamster  kidney  (BHK‐21,  CCL‐10,  the  American  Type  Culture  CollecDon 
[ATCC]),  African  green monkey  kidney  (COS‐1,  CRL‐1650,  ATCC),  human embryonic  kidney 
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(HEK‐293,  CRL‐1573,  ATCC),  human  cervical   cancer  (HELA,  CCL‐2,  ATCC),  human 
reDnoblastoma (WERI‐Rb‐1, HTB‐169, ATCC) cell  cultures and mouse reDnal neuron cultures 
were  transfected with plasmid constructs  (see  2.4)  using  either  Fugene®6  or  Fugene®HD 
transfecDon reagents  (Roche DiagnosDcs, Switzerland). When protein degradaDon speed was 
studied,  the  protein  producDon was  stopped  by  adding  50  μg/ml  cycloheximide  (Sigma‐
Aldrich)  into the cell  culture media for 4 hours before ﬁxing the cells. The transfected cells 
were  ﬁxed  aer  24  or  48  hours   of  transfecDon  with  4  %  paraformaldehyde  (PFA)  and 
permeabilized  by  treatment  with  ice  cold  methanol  or  0.2  %  saponin  (Sigma‐Aldrich, 
Germany). 
For  the   immunoﬂuorescent  staining,  the  cells  were  treated  with  5  %  bovine 
serum albumin (BSA)  (Jackson  ImmunoResearch,  PA,  USA).  Then  the cells were incubated 
with anDbodies  against HA (HA.11 [MMS‐101R]; Covance, CA, USA), endoplasmic reDculum 
protein  disulﬁde  isomerase  (PDI  [spa‐891];  Stressgen,  Victoria,  Canada)  and 
plasmamembrane sodium potassium ATPase (ab7671; Abcam, UK) that were  diluted in BSA. 
The cells  were  then incubated with secondary anDbodies  conjugated either with Cy2 or Cy3 
(Jackson ImmunoResearch).  Cells  were mounted with Gel/Mount  (Biomeda,  CA, USA).  The 
cells were analysed with Zeiss Axioplan 2 and Leica CMR confocal microscopes. 
  The promoter acDvity  studies  were  performed using cell  culture media collected 
aer  48  hours  of  transfecDon.  The transfecDons  were  performed with  pGluc  Basic  vector 
inserted with CLRN1 alternaDve promoter regions that were considered interesDng according 
to the in  silico studies  (1‐1550 nt upstream of exon 0, exon 1, exon 2 and exon 3 as  well as 
1‐500  nt  and 1‐1000  nt  upstream of  CLRN1  exon  0) and pCMV‐Gluc  control vector  (New 
England Biolabs). The  media samples  were analysed with the Gaussian Luciferase Assay kit 




(Clontech), human reDnal  pigment epithelial  cell line  (ARPE‐19), human cochlear cDNA and 
Human MulDple  Tissue cDNA panels  I  and  II  (Clontech).  Rapid ampliﬁcaDon of cDNA ends 




Cells  transfected with protein expression vectors  were collected by  centrifugaDon. Samples 
were separated by  running them through‐polyacrylamide (PAGE) gels  (NaDonal  DiagnosDcs, 
GA,  USA)  and  transferred  to  Trans‐Blot®  nitrocellulose membranes (Bio‐Rad,  CA, USA).  The 
membranes were  immunostained and visualized by  SuperSignal® West Pico Chemiluminescent 
staining  (Pierce,  IL,  USA)  and  captured  on X‐ray  film  (Sigma‐Alrich).  When glycosylation was 
studied  the samples were  pre‐treated with N‐glycosidase F  enzyme PNGase F  (New England 
Biolabs).
  For  the   CLRN1  anDbody  producDon  studies,  GST‐tagged  CLRN1  pepDdes  were 




AnDbodies  against  CLRN1  epitopes  were searched with  the  GST‐tagged CLRN1  constructs 
using phage  display technology (Hoogenboom and Chames, 2000). The  anDbody  library used 
in the  screening was made from 50  Finnish Red Cross  Blood Transfusion Service lymphocyte 
samples.  The human library  was  called naïve because the light‐ chain and heavy‐chain IgM‐V‐ 
gene  pools  obtained  from  B  cells   were  from  nonimmunized  humans.  The  antibody  library 
displayed by phagemid vectors  was screened by attaching the CLRN1 antigens  on to wells  of 96 
well  plates  and washing with  the phagemids  displaying  the  antibody  library.  The  antibodies 





LLC, OR, USA). The  MOs were injected into one‐cell  stage zebraﬁsh embryos  using diﬀerent 
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PFA  in  PBS‐T  (PBS  with  0,01  %  Tween‐20)  overnight  at  4°C,  washed  with  PBS‐T  and 





speciﬁc  probe using  NBT  (Nitro blue  tetrazolium  chloride)  and  BCIP  (5‐Bromo‐4‐chloro‐3‐




in PBS,  then treated with primary  anDbodies  (anD‐acetylated tubulin,  Sigma‐Aldrich;  anD‐
Clrn1,  Strategic  DiagnosDcs  Inc,  DE,  USA;  anD‐glutamine  synthetase,  Millipore,  MA,  USA; 
synaptic  marker  (synaptic  vesicle protein 2  [SV2],  provided by  Buckley  KM,  Harvard Medical 
School, MA, USA) diluted in blocking soluDon. Aer incubaDon with the primary anDbody and 
further washes in PBS, the  secDons  were treated with secondary  anDbodies  (AlexaFluor 488 
or Alexa Fluor 568, Molecular Probes, OR, USA) diluted in blocking soluDon. The slides  were 
then washed with PBS and mounted with  Vectashield (Vector  Laboratories  Inc,  CA,  USA). 








position in a petri  dish containing 3 % methyl  cellulose. The petri  dish was mounted on a  platform 
surrounded by  a rotating drum. OKR was  done by  recording  larvae  eye movements  following 
moving  stripes   within  one  minute,  changing  once  the  direction  of  stripe  movement  from 
clockwise to counter clockwise.
2.13 StaCsCcal analysis (U)
Unpaired  t  tests  were  used  to  calculate  staDsDcal  signiﬁcance between  control  and  MO 





The  Finnish USH mutation spectrum was studied to help  clinical  diagnostics. The unique Finnish 
population history marked by isolation defines the Finnish mutation spectrum (Norio, 2003a,b,c). 
Since  only  two mutations specific  to Finnish patients  were  identified in Finnish USH3  patients 
(Joensuu et al., 2001), USH1 and USH2 were  expected to be caused by a  small  number of specific 
mutations   as  well.  The  USH1  and  USH2  mutations   could  either  be  unique  to  the  Finnish 
population or  the mutations could predate the migration and isolation of  the original  Finnish 
settlers and thus could also be present in other populations. 
  1.1 USH1 and USH2 in Finland (I, II)
The  search for  Finnish USH1 mutations started  by  sequencing  the MYO7A  gene, mutated  in 
USH1B,  from  two Finnish USH1  patient  DNA  samples.  The first Finnish USH1 mutations  were 
identified in these  patients. The three  MYO7A mutations identified were  all  novel (p.K923AfsX8, 
p.Q1896X and p.E1349K) (Table 4). After the discovery of these three mutations, we also studied 
12 patients  with a  mutation chip containing known USH mutations  (Cremers  et al.,  2007). The 
Finnish patients were selected for further studies based on two reasons: 9 USH patients did not 




were  identified by sequencing. Also two known mutations  were identified either by  sequencing 
(MYO7A p.K923AfsX8) or  by  USH mutation chip analysis  (USH2A p.N346H). The  two identified 
USH2A mutations are the  first USH2 mutations  reported in Finnish USH patients  (Table  4). In one 
patient,  the  heterozygous MYO7A  p.K923fsX8  mutation  was   identified  by  sequencing  even 
though the mutation was  not detected by the Asper mutation chip. This  shows  that the  mutation 
chip is  not as  reliable  as  direct sequencing. As stated by the  provider, the  results should always  be 
verified by sequencing when the chip is used in diagnostics.
   Two of the  identified USH1B mutations, p.K923AfsX8 and p.Q1896X, result in premature 
termination  codons  which  truncate  the MYO7A  protein.  The  mutation  p.E1349K  changes  a 
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conserved  glutamic  acid  located  in  the FERM  domain mediating MYO7A  attachment  to  the 
plasma membrane (Chishti  et  al.,  1998).  The mutation p.R876W  is  located  in  the coiled‐coil 
domain that mediates formation of MYO7A homodimers  (Weil  et al., 1997). The USH2A mutation 




  The  other MYO7A and USH2A sequence  variations  identified from Finnish USH patients 
(either by  sequencing or chip analysis) have either been reported as  benign polymorphisms  or 
changes  that  can have an effect on USH severity  and pathogenesis,  but  do not cause  USH by 
themselves (Table 5). The intronic variation MYO7A c.4568+12C>G was  studied further as it was 
identified in two of the studied families. Several  splice  variants  were identified in this  MYO7A 
region including exons  33 to 37. Most of the splice variants were created by splicing machinery 
even  without  the  MYO7A  c.4568+12C>G  variation,  but  four  out  of  ten  splice  variants  were 
identified  exclusively  in   heterozygous MYO7A  c.4568+12C>G  carriers.  The  number  of  splice 
variants complicates  the analysis  of this  region, but it is possible  that this  intronic variation causes 




Tamagawa   et  al.,  1996).  Mutations   in  USH2A  have  also  been  reported  to  have   variable 
pathogenicity. Mutation p.C759F  is associated with nonsyndromic  retinitis pigmentosa  (RP39) 
(Aller  et  al.,  2004b),  but  this   mutation  has   been  also  identified  in  homozygous  form  in 
asymptomatic siblings (Bernal et al., 2005). Thus the  effect the USH2A mutations  have  on USH 
phenotype may be changed by genetic modifiers perhaps in other USH genes.
   The novel  MYO7A p.R873W mutation was  discovered in heterozygous  form in a  patient 
from family 75 (II) with no USH3 mutations. We were also able  to identify the  MYO7A sequence 
variation that may cause splicing changes (MYO7A c.4568+12C>G) in this  family. Additionally, four 
USH2A  sequence  variations   with  unknown  pathology  were   identified  in  family  75  (c.
1328+35delTGAT, p.I1665T, p.R2875Q and p.N3099S). The affected patient in family 75 had the 
combination  of  MYO7A  p.R873W,  c.4568+12C>G  and  USH2A  c.1328+35delTGAT,  p.I1665T, 
p.R2875Q, p.N3099S sequence variations, and no unaffected member of the family had the  same 
combination of changes. Therefore it is  possible that the  patient in family 75 represents a  case of 
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digenic USH. The  novel  USH2A c.14343+2T>C splice site mutation was  discovered in heterozygous 
form  in a  family  (II:  Family  7)  with no other  known mutations,  but  the patients  also carried 
MYO7A  (MYO7A  c.4568+12T>C)  and  USH2A  (USH2A  c.849‐25A>G  and  p.E478D)  sequence 
variations.  This  family  represents  another possible case for  digenic  inheritance  of MYO7A and 
USH2A.  Two  Finnish  USH  families with  the USH3  founder  mutaDon,  CLRN1  p.Y176X,  and 
atypical  USH3 phenotype were discovered to have possibly modifying changes  in USH2A.  In 
family 15 (II) the paDents were  homozygous for CLRN1 p.Y176X and heterozygous  for USH2A 
p.R2875Q  and p.L2886F.  In  family  12  (II)  the  USH  paDents were homozygous  for  CLRN1 
p.Y176X, but the  sister with more severe USH3 was also heterozygous  for USH2A p.V2562A. 
AddiDonally  the father, who had non‐syndromic  sensorineural deafness, was heterozygous 
for  both CLRN1 p.Y176X  and USH2A p.V2562A. The  CLRN1, MYO7A and USH2A proteins are 
assumed to  be  part  of  the USH  protein  network  and  alterations  in  this  interactome  in  two 
different proteins could cause or modify the  symptoms  of USH by  impairing the function of the 
interactome. Digenic inheritance has earlier been published in RP. Mutations  in the ROM1 gene 
alone are not pathogenic but together with heterozygous mutations  in the peripherin/RDS gene 
the normal  photoreceptor function is  disrupted (Kajiwara et  al., 1994). Digenic inheritance has 
been reported for deafness  with heterozygous mutations  in CDH23 and PCDH15  (Zheng et al., 
2005).  Potential  digenic  inheritance  for  USH  with MYO7A  and USH2A  has  been  suggested 
previously (Cremers  et al., 2007; Jaijo et al., 2010) and potential digenic and trigenic inheritance 
with USH genes  have  been reported in 8 of 54 USH patients  studied by Bonnet et al., 2011. In 
addition a heterozygous mutation in MYO7A has  been suggested to enhance the USH phenotype 
in a patient homozygous for CLRN1 mutations (Adato et al., 1999). 
  All  four  Finnish USH1 mutations  were identified in MYO7A and all were  novel. As  with 
USH1, we identified USH2 mutations  only from one USH2 gene, USH2A. MYO7A and USH2A were 
the only genes  sequenced and this  is  an obvious  reason for finding novel mutations  only in these 
two genes. However, twelve  patients  were  studied with the USH mutation chip that contained 
known mutations  from all  the USH genes. Only  the  mutation USH2A p.N346H was  previously 
reported and  identified by  the USH mutation chip  (Dreyer  et  al.,  2000;  Dreyer  et  al.,  2008) 
whereas we identified five novel  mutations  by  sequencing that could either be specific to the 
Finnish population or yet to be reported elsewhere. So far all  the MYO7A and USH2A mutations 
have been compound heterozygous  and none of the  Finnish USH1 and USH2 patients  have  been 
homozygous as most of the Finnish USH3 patients  are  for p.Y176X,  the CLRN1  Finnish founder 
mutation. Two USH1 mutations, MYO7A p.K923AfsX8 and p.R873W, were identified in more than 
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one patient. The intronic change, MYO7A c.4568+12T>C, was  identified in two patients  as  well  as 
in   4.5  %  of  the  control   chromosomes.  This   sequence  variation  could  be  pathogenic  when 
combined with other mutations  as suggested by the findings  in Families  7 and 75 (II). All  in all, the 
mutation spectrums for USH1 and USH2 are much more variable than that of USH3.
  Screening for  USH3 mutations in Finnish patients  has been relatively  simple  since  one 
founder mutation could be  identified in homozygous  form in most USH3 patients. The situation is 
not that simple  for USH1 and USH2. We were able  to find six USH1 and USH2 mutations in seven 
Finnish USH patients  and none of them were  found in homozygous  form. There  are still  unknown 
Finnish USH mutations since we weren’t able to identify the mutations causing USH in four of the 
studied USH patients  or  identify a  definite disease‐causing mutation in the second allele  in  five 
USH patients. Worldwide, nine genes are  known to cause USH when mutated, 340 MYO7A and 
376 USH2A  sequence variants  are  listed  in USH mutation database  (The  Universal  Mutation 
Database  [UMD]‐USHbases;  http://www.umd.be/usher.html).  The  Finnish  USH  mutation 
spectrum  is  unique,  four  of  the  six  USH1  and USH2  mutations  are  not  included  in the USH 
mutation chip and had  to be  identified by  sequencing all  the MYO7A and USH2A  exons.  For 
example,  the  most  prevalent  USH2A mutation  in  Scandinavia  as  well  as   in  patients with  a 
European caucasian background, c.2299delG, was  not identified in Finnish USH patients (Dreyer 








USH1 MYO7A 22 c.2617C>T p.R873W
MYO7A 23 c.2766‐2779del14nt p.K923AfsX8
MYO7A 31 c.4045G>A p.E1349K
MYO7A 41 c.5686C>T p.Q1896X
USH2 USH2A 6 c.1036A>C p.N346H
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-./0, 3(''JDNDR6%$U SJI<&K L,M%$-&2*2N."/0*1%2,3 .*$-5*4.0,+5 Q%2,12 2*&30"21% 2*&30"21% 2*
-./0, .([<'S<Y EIS&K #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(\<TJ'] 'IJ&K #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(ODEHH9 RI'&K .*++,#$-&6"5"1,21 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP -%+
&L,M%$-&)*$-5*4.0,+5+
!"#E ()*+, .(L;S9 OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
()*+, 3(DH<RF;<UV! OP L,M%$-&2*2N."/0*1%2,3 .*$-5*4.0,+5 Q%2,12 2*&30"21% 2*&30"21% OP
()*+, .(9;SSSU OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
()*+, .(L;H'RB OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
!"#= -./0, .(Y;<'! OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(PSRR[ OP #%2,12 6,+%"+%&3">+,21 OP OP OP 2*
-./0, .(\;RTS^ OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(_;HH<U OP .4*#"#$-&6"5"1,21 6,+%"+%&3">+,21 OP OP OP -%+
-./0, .(B<;ES! OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(B<;SH! OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(\<<H<: OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(L<TTS@ OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(PD;RRO OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(ZDR;;Y OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*
-./0, .(XDTST[ OP #%2,12 .*$-5*4.0,+5 OP OP OP 2*




Finmajor  (p.Y176X) mutation is  the main cause for USH3  in Finland and had been identified as 
homozygous or  compound heterozygous  in all  Finnish USH3 patients. Finminor  (p.M120K) has 
been identified as  a  compound heterozygous mutation with Finmajor (Adato et al., 2002; Joensuu 
et al., 2001). The CLRN1 gene was sequenced for 45 Finnish patients  during this thesis  project. 
The  Finmajor mutation was  identified either  in homozygous or heterozygous state in all studied 
Finnish  USH3  patients.  A  third  mutation  in  the CLRN1  gene,  the  Ashkenazi  Jewish  founder 
mutation p.N48K, was  discovered in a Finnish USH3 patient in heterozygous  state  with Finmajor 
(Figure 9). In Finland the prevalence of the Finmajor mutation explains the high prevalence  of the 
USH3  subtype  whereas  in  the Ashkenazi  Jewish  population  the mutation  p.N48K  explains  a 
similar prevalence of USH3. Our patient was the first reported case with both founder mutations.
Figure  9.  Predicted  CLRN1  protein  topology  and  transmembrane  domains  (Modified  from  III). 

































































































































































mutaDons,  p.P31L  and  p.L154W,  reported  to  cause  arRP  are  marked  with  blue.  The  sequence 
variaDon p.L54P  is also indicated  on the sequence with lighter grey. USH3 mutaDons discovered  in 
Finnish USH3 paDents are indicated with red and bold, mutaDons (either novel or known)  idenDﬁed 




We discovered a  novel  p.S188X mutation in a US patient (Ratnam et al.,  2011) and a p.A123D 
mutation in a  patient from Dominica (Figure 9, Table  6). A new sequence  variation p.L54P was 
also identified in  heterozygous state in a Canadian patient. The p.54 leucine  change is conserved 
and the variation was  not identified in healthy controls. Even though this p.L54P change does  not 
cause  similar  localization and stability  changes  to the  CLRN1 protein as  the known mutations 
(studied with cell culture expression described in sections 3.1 and 3.2),  it  is  possible  that  this 
change causes a functional  change in CLRN1  and is  pathogenic. The PolyPhen (Polymorphism 
Phenotyping: http://genetics.bwh.harvard.edu/pph/) program predicted the  p.L54P change to be 
probably  damaging to CLRN1. A similar  p.L76P change is  predicted to be located either  in the 
transmembrane  region  or  in  the  first  extracellular  loop  of  a   structurally  similar  small 
transmembrane protein with four  transmembrane  regions, connexin 26.  This p.L76P  change is 
reported to be a mutation and cause nonsyndromic recessive deafness (Batissoco et al., 2009).
  Nine  of  the  sixteen  known  USH3  mutations   cause  either  frameshifts  or  premature 
termination  codons  (p.S50fs,  p.D55fs,  p.M61fs,  p.Y63fs,  p.Y63X,  p.V101fs,  p.I168fs,  p.Y176X, 
p.S188X) that can either lead to nonfunctional proteins  or mRNA degradation through nonsense‐




CLRN1  proteins  with  p.M120K  and  p.I153_L154delinsM  were  stable,  however,  all   of  these 
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!"#$%&M!B5(/2` 3.530>M2/5>1/.250(BQ4/20/P2/a60M25023445>5602>62>16M/ 2Y6Q042502>1/273502` 3.530>28-5=Q./ 2$Cd2$9X2
/a(BQ4/2!"#$%&/a60M26.2QM/23B>/.03>5` /2He26.2&e2M!B5(/2M5>/M"2L1/2>1.//23B>/.03>5` /2M!B5(/ 2Y6.7M 26Y2!"#$%&>13>2
P/./2N06P02!.56.2>62>15M 2M>Q4<23./24/!5(>/42502-5=Q./ 2$C28`3.530>Md2$XJXH9"2L1.// 23445>5603B 23B>/.03>5` /2M!B5(/2
`3.530>M 2 P/./2 B3>/.2 ./!6.>/42 502 43>3A3M/M 2 8^+\+f1>>!d??=/067/"Q(M("/4Q?gX2 #(/`5/P2 f1>>!d??
PPP"0(A5"0B7"051"=6`?E@h?c/M/3.(1?#(/7AB<?gX2R+hE2f1>>!d??PPP"0(A5"0B7"051"=6`g928-5=Q./ 2$Cd2 )X$CX$$9"2
2. CLRN1 gene structure
Upon the start of this  thesis  project, the CLRN1 gene  was described to contain a  major splice  variant 
transcribed from exons 0, 2 and 3 and two rare splice variants  (exons 1, 2, 3 and 4) and (exons  1, 1b, 2 
and 3)  (Adato et  al.,  2002;  Joensuu et al.,  2001). Northern blot  results showed that CLRN1 was 
expressed in numerous  tissues  and there were three transcripts. The 1.0 kb and 4.5 kb transcripts  were 
present in all  studied tissues  and a  third 1.5 kb transcript was  identified only  in spleen. RNA in situ 
hybridization detected Clrn1 expression in  the mouse cochlear spiral  ganglion cells  and hair cells. The 




10: 1), exclude  CLRN1 exons  or use alternative 5’ or 3’ splice  sites. The  three alternative splice forms  of 
CLRN1 that were known prior to this  study are depicted in Figure 10 (variants: 1,4,5). Three additional 
59
alternative  splice variants  were  later reported in databases (UCSC [http://genome.ucsc.edu/], Aceview 
[http://www.ncbi.nlm.nih.gov/IEB/Research/Acembly/],  NCBI [http://www.ncbi.nlm.nih.gov])  (Figure 
10: 6,10,11). Five  new alternative splice variants were identified from human retinal cDNA in this  thesis 
project (Figure  10: 2,3,7,8,9). In all, 11 CLRN1 splice variants  are  known at this  point. Most of the  novel 
splice  variants   identified  in  this   study  contain  premature  termination  codons.  The   translation 
interrupting stop codons  are  located in exons  0b, 1b, and in exon 2 of the 0‐1‐2‐3 splice variant (Figure 
10: marked with a  star). If these  splice variants  are processed further, they are  most likely destroyed in 
NMD. Even though these splice  variants  are unlikely to encode proteins, they might have a regulatory 
function by influencing expression levels  of the main CLRN1 splice  variant. One  of the alternative splice 
variants  changes  the protein structure  by adding 13 aa into the  primary structure (Figure  10: 2). This 
splice variant is a  potentially translated and functional  form of CLRN1. Splice variants  with extended 
exon 0 (Figure 10: 10) and exon 0 spliced into extended exon 2 (Figure 10: 11) potentially also escape 
NMD and might be translated into functional proteins. 
  CLRN1 has  splice variants  that start from CLRN1 exon 2 and continue splicing to ESTs  further 
downstream from CLRN1 (BE673203, DV080481 and DV080691) (Figure  10: 15,16,17). These  variants 






  The mouse has  three known Clrn1  splice variants  and four  known exons.  The two splice 
variants  that have been isolated from retinal  and cochlear RNA would correspond to human 0‐2‐3 
(Figure 10: 18) and 0‐3 variants (Figure  10: 20)(Adato et al., 2002; Zallocchi et al., 2009). Zebrafish, on 
the other hand, have  a  main clrn1 splice variant (0‐2‐3) (Figure 10: 22) as  well  as  an alternative EST 
sharing only part of exon 2 with the main variant (Figure 10: 23). We did an extensive search designing 
primers  within the known zebrafish clrn1 exons  and using the human and mouse splice  variant 
alternative  exons  for reference as well  as nearby zebrafish ESTs. However, we were unable to find more 
zebrafish clrn1 alternative splice variants (unpublished). 
  The  main CLRN1  three‐exon  splice  variant  identified  in  human, mouse  and  zebrafish 
seems to be the  main functional  form and all  mutations associated with USH3 pathology have 
been reported within these three  exons (section 1.3: Table  6). However, most of the mutations 
are in exons  0 and 2. Exon 0 is  included in eight alternative  splice variants  (Figure 10: 2,3,6‐11) and 
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exon  2  is  included  in  six  alternative  splice  variants  (Figure  10:  2‐6,11).  The  complex  splicing 
pattern of human CLRN1 is  not surprising in light of our new knowledge about the structure of a 
gene and the complexity of the  human genome. It has  been reported that almost all  genes have 
complex splicing patterns (Gerstein et al., 2007; Johnson et al., 2003a; Matlin et al., 2005; Pan et 
al., 2008; Wang et al., 2008). Nevertheless, the presence of several  splice  variants makes  it harder 
to design a  gene  therapy for USH3 patients. The  main CLRN1 splice  variant with exons  0, 2 and 3 
should be enough to replace the mutated CLRN1 in patient retinal  and cochlear tissue. However, 
more research is  needed to determine that the alternative  splice variants  are not needed in some 
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  2.2 Promoter region (III)
In silico  studies  were done using the CLRN1  genomic region to determine the size of  the CLRN1 
proximal promoter region and possible alternative  promoters, enhancers  and silencers  of the main and 
alternative   CLRN1  splice  variants.  Genomic  sequence  near  the  CLRN1  gene  was   studied  for 
evolutionary conservation by comparing sequences  between mouse and human. In silico programs 
were used to identify known control  sequence motifs near CLRN1. There  was only one potential  CpG 
island in the CLRN1 region, located in the  longest intron between exons  0 and 1. Potential  TBP (TATA 
binding protein) binding sites were  found upstream of exons  0 and 2. Even though TATA boxes 
usually correlate with tissue specificity, the  identified Sp1 and YY1 binding sites  in these promoter 
regions  are associated with more  ubiquitous expression  (Schug  et  al.,  2005).  The  ubiquitous 
expression profile is more in line with our CLRN1 expression results (described in section 2.3). 
  The   in  silico  genomic  regions  near  CLRN1  exons   that  were  most  promising  for 
transcriptional  control  were  inserted  into an  expression  vector.  In  the expression vector  the 
promoter  regions  controlled expression of a  marker  gene when  transfected into cultured cell 
lines.  The  main  promoter  region  (upstream  translation  start  site  in  exon  0)  was   the most 
conserved between mouse and human sequences  and was  also the  most active  in the luciferase 
reporter  assays   (Figure  11).  The  sequence  conservaDon  of  the  CLRN1  promoter  region 










opposite direction  to CLRN1.  CLRN1  and CLRN1OS  share  the  same promoter  region and the 5’ 




  It is  unlikely  that the proximal promoter  contains  all  the required signals  for the  proper 
function of CLRN1 in all  cell types  and developmental  stages. Even in cell  culture conditions, the 
activity varied between cell  culture age, stage and cell  type. The  activity of the  potential promoter 
region upstream of exon 2 varied the most between cell  culture types  suggesting  a potential 
promoter in alternative developmental  stages and cell  types (unpublished results). The potential 
promoter  region upstream of exon 1, which was the original  promoter  for  the first  published 
CLRN1 splice variant (Figure 10:4), was  the least conserved as well  as the  least active. Unless  the 





region conservaDon is  in concordance  with the  observed higher acDvity  levels of  the more 
conserved 5’  regions  upstream of exons 0  and 2,  when  compared  to  the  weaker  regions 
upstream of exon 1 and exon 3.
   We could only  predict the combination of regulatory  (positive and negative) elements  
present in the  cochlea and retina with in silico studies. There was an H1 core  sequence in the 
main promoter region (upstream of exon 0) and the H1 sequence was also idenDﬁed within the 
exon 1  and exon 2 promoter  regions  studied. The photoreceptor‐specific transcription factor 
Crx  has  been  reported  to bind to  this H1  core sequence (Young et  al.,  2003). Exon  2b was 
associated  with  intronic  downstream  control  sequences:  splicing  repressor  CUCUCU  is 
repeated once at  79 nt  downstream of exon 2b, whereas  a  possible neuron‐speciﬁc Nova 
family splicing factor signal, YCAY, is  repeated three  Dmes  within 140 nt downstream of exon 




  The  CLRN1 proximal promoter region and the  possible  alternative promoter regions may 
not encompass  all  the information required for  proper CLRN1 expression in all developmental 
stages and cell  types. AddiDonal elements  such as  enhancers and/or silencers may be located 
more distantly  downstream  or  upstream,  and  could provide  additional  information that  is 





1) exon 0:1-500 nt
2) exon 0:1-1 000 nt
3) exon 0:1-1 550 nt
4) exon 1:1-1 550 nt
5) exon 2:1-1 550 nt
6) exon 3:1-1 550 nt
7) pGluc vector
1.0 2.0 3.0 4.0 %  (pCMV-Gluc set to 100 %) 
 
pGluc inserted regions:
(upstream exon/translation start site)
Figure 11. Alternative promoter region activity levels in luciferase activity assays (modified from III).
  2.3 Expression (III)
All  the CLRN1 splice variants  were  initially identified from human retinal  cDNA. Amplification with 
exon  specific  primers showed  that  the  CLRN1 main  splice variant  (0‐2‐3) was  transcribed  in 
several  human tissues:  retina, cochlea,  RPE (ARPE‐19  cell  line) as  well  as brain, placenta, liver, 
kidney, pancreas, prostate, testis, ovary, small  intestine and colon. The CLRN1 splice variant with 
exon 2b (0‐2‐2b) was  expressed in several  tissues, most importantly in human retina  and cochlea 
but also in heart, brain, placenta,  lung,  skeletal muscle, pancreas and ovary.  The splice variant 
(0‐1b‐2‐3) was also found in testis and (0‐0b‐2‐2b) in heart, brain, placenta and pancreas. 
  The  main splice variant (0‐2‐3) encoding a 232 aa protein and the  most likely  functional 
alternative splice  variant  (0‐2‐2b‐3)  encoding  a  245  aa  protein were expressed  in  numerous 
tissues.  The expression profile  of these splice variants  would suggest a  ubiquitous function for 
these proteins, but the presence  of USH3 symptoms only in retina  and inner ear would suggest 
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otherwise. The other splice variants  are not as  widely  transcribed, but present in retinal  cDNA. 
The   function  for  these  splice  variants   could  be  retina‐specific  or  developmental   since   the 
alternative splice variant expression was not studied in all developmental stages. 
3. CLRN1 protein 
During this  thesis  several  attempts  were  made to raise an antibody  against  either  human or 
mouse CLRN1 protein. GST‐fusion proteins  were created linking the  predicted human and mouse 




CLRN1  in mouse retina  and cochlea sections (Zallocchi et  al.,  2009) but  the  specificity  of  this 
antibody  has  been questioned later  (John  Flannery,  personal  communication).  The lack of  a 
specific CLRN1 antibody is  not surprising as  the predicted CLRN1 structure resembles  that of a 
tetraspanin protein and tetraspanins are known to be small  membrane  proteins protruding only 
around  4‐5  nm  above  the   membrane   (Hemler,  2005).  Prior  to  this   thesis,  the  predicted 
transmembrane regions  and similarity to tetraspanins  were hypothesized to mean that CLRN1  is 
a  small  protein embedded  in  the cellular  membranes  (Joensuu et  al.,  2001;  Adato et  al., 
2002).
  3.1 CLRN1 localization (IV)
At  the  beginning of  the thesis  research the  lack of  a functional  antibody  against  CLRN1  was 
compensated by  incorporating a HA‐tag to the  CLRN1 protein C‐terminus. The HA‐tag, and the 
CLRN1 protein linked to it, could then be detected using an antibody against the  HA‐peptide. In 
cultured BHK  cells  the  wt  CLRN1  construct  was   transported  through  the ER  to  the  plasma 
membrane. Our results are in line with the  results  of parallel  study, which suggests  that CLRN1 is 
localized into microdomains  enriched with cholesterol  within the plasma  membrane (Tian et al., 







  Alternative  splicing  has   been  described  to  be  important  in   USH1C  localization.  The 
alternative USH1C isoforms  exhibit alternative tissue specificities  as  well  as  localize to alternative 
compartments in photoreceptors (Reiners et al., 2003).  The 0‐2‐2b‐3 CLRN1  isoform, with the 
additional  13 aa, might have a  similar alternative function as  it has  been shown that small  tissue‐




  We studied how  the known USH3 mutations affect  CLRN1  localization.  When  the wt 
CLRN1 was mutated (p.A123D, p.I153_L154delinsM, p.L150P, p.M120K and p.N48K) the proteins 
were  not transported to the  plasma membrane but were  retained in the ER. This  mislocalization 
of mutated CLRN1 proteins  prevents  the correct function of CLRN1. The  results  suggest that the 
absence  of correctly  localized CLRN1 leads  to gradual  cell death in retina and cochlea in USH3 
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patients. The accumulation of mutated CLRN1 in the ER may be another contributor to cell  death 
in  USH3, as  the accumulation of mutated proteins  in the  ER has  been shown to cause ER stress 
that  may  lead  to cell  death if  the  condition  is  not  corrected  (Lin et  al.,  2008;  Rasheva  and 
Domingos, 2009).
  3.2 CLRN1 stability (IV)
The  stability  of wt CLRN1 protein, and the impact of USH3 mutations  on stability, was  studied 
using  the HA‐tagged  CLRN1  protein  expression plasmid  transfected  into  cell  cultures.  CLRN1 
protein production was  interrupted with cyclohexamide introduced to the cell  culture. After four 
hours  wt  CLRN1  was  still  present  and  stable  as  were the  p.I153_L154delinsM  and p.M120K 
mutant proteins.  Unlike the wild type protein p.N48K,  p.A123D and p.L150P  mutant  proteins 
were  unstable and almost absent four hours  after protein production was  arrested by the drug 
treatment.  The   instability  of  these  mutant  CLRN1  proteins,  therefore,  leads  to  absence  of 
functional CLRN1 in USH3 patient retinal and cochlear cells.
  CLRN1 protein stability and localization to the  plasma  membrane were used to ascertain 
the  pathogenicity  of  two  newly  identified  USH3  mutations   in  Canadian  patients.  Mutation 
p.A123D was  found to alter protein localization and stability  similar  to known mutations, while 
the sequence variation p.L54P was found not  to change  CLRN1  stability  or  localization.  Thus 












  The  western blot  studies  also  revealed  that  the wt  CLRN1  protein  forms  dimers  and 
multimers. The  discovered homomeric interaction between CLRN1 proteins  is  consistent with the 
results that CLRN1 proteins form multimers with hydrophobic  interactions and cholesterol  rich 
microdomains  in the  plasma membrane (Geller et al., 2009; Tian et al., 2009). It is  possible  that if 
the alternative CLRN1 isoforms  (especially the  0‐2‐2b‐3) are translated they could form multimers 
with  the main  CLRN1  isoform,  but  the  alternative  splice  variants  could  also  have  different 
functions  and localize to different regions  than the  main CLRN1 isoform as do alternative USH1C 
isoforms  (Reiners et al., 2003) or alternative  PCDH15  isoforms  that have different  functions  in 
cochlear hair cells (Webb et al., 2011).
  During this  thesis  we also conducted yeast two‐hybrid (Y2H) screens against CLRN1 outer 
loops  and C‐terminal  region (unpublished results). We discovered several  interaction partners  but 
most of them were  considered false positives. The most interesting potential  interacting proteins 
that  we discovered were  thioredoxin 2  and ELMO1  (Engulfment  and Cell  Motility  protein 1) 
(unpublished results). Thioredoxins  have  a  role  in protecting retinal  cells  from oxidative stress by 
activating  several transcription factors  and functioning as neuroprotective  factors  (Kong et  al., 
2010). Over  expression of thioredoxin was  recently  reported to delay  inherited photoreceptor 
degeneration caused by  light‐induced or  oxidative stress  in  a mouse model  for  sensorineural 
deafness  and retinal dystrophy  (Kong et  al., 2010). ELMO1 is  part of the Rho GTPase signaling 
pathway leading to Rac1 activation that affects cytoskeletal  rearrangements  and engulfment of 
apoptotic  cells   (Gurnienny  et  al.  2001).  Further  research  is  needed  to  determine whether 




RT‐PCR results  show that mouse  Clrn1  is  expressed from E12 onwards. In the  developing retina 




  During this thesis  project our collaborators created a  USH3 mouse model by knocking out 
Clrn1 (Geller et al., 2009). The USH3 mice showed clear structural deterioration in cochlear hair 
cells  that  led to hearing  loss. However, no visual function defects  or retinal  degeneration were 
detected during the lifetime of these  animals  (Geller et al., 2009). Several  mouse models  with 
mutations  or deletions of other USH genes  have also exhibited clear defects  in mechanosensory 
hair cells, but attenuated or absent visual  symptoms. In contrast, visual function defects or retinal 
cell  degeneration have  been noted in zebrafish models  of myo7a,  pcdh15, ush1c,  ush2a  and 







found clrn1 to be expressed in zebrafish larvae inner  ear hair cells  as well as larvae  and adult 
retina  INL, photoreceptors  and RPE. RT‐PCR showed that clrn1 transcript was first detectable at 24 
hpf and from then on clrn1 can be visualized by in situ hybridization in the  developing ear and eye 
(Figure  13).  The prolonged  expression  of  clrn1  in  the  retina   is   in  contrast  to  the  transient 
expression pattern of mouse Clrn1 that peaks  at P7 (Geller et al., 2009). Zebrafish clrn1 expression 
in  retina was detectable  with RT‐PCR  on adult  retina extracts  and in  situ  hybridization  in  all 
developmental  stages  and ages  studied.  The  differences  in  the  duration of Clrn1  expression 
between zebrafish and mouse  could indicate  alternative  developmental  needs  for CLRN1 in each 




An antibody was commissioned from  the company  SDIX  (Strategic  Diagnostics  Inc.,  DE, USA) 
against the first outer loop of zebrafish Clrn1 by our collaborators  in Oregon, USA. The antibody 
recognizing zebrafish Clrn1 (Dr‐Clrn1‐ab) was  shown to be specific using transiently  transfected 
cells   with  expression  vector  coding  HA‐tagged  zebrafish‐Clrn1  protein  and  observing  the 
colocalization between HA‐tag (Clrn1 protein) and Dr‐Clrn1‐ab (Figure 14). The Dr‐Clrn1‐ab was 
used  to study  Clrn1  localization in zebrafish retina  and mechanosensory  hair  cells.  Clrn1  was 
found to be localized in the retinal  INL and photoreceptors as  well  as  RPE in concordance with our 
zebrafish RNA in situ hybridization results (Figure 13).
  In zebrafish Clrn1 can be detected with the antibody from 2 dpf onward, through all larval 















































tag  in Clrn1‐HA  (green)  (B), untransfected cells treated with Clrn1‐antibody (red)  (D), untransfected cells 











proteins)  in  a   photoreceptor  cell  (A),  connecting  cilium  region  (B)  and  photoreceptor  synapse  (C) 
compared  to  the  reported  localizations of  other USH proteins (described  in  Review  of  the  literature, 
section 4.5.1).
  The  absence of  functional  CLRN1  leads  to progressive death of  retinal  cells  in RP  in 
humans. It remains unclear whether the gradual retinal  cell  death begins with the malfunction of 
the photoreceptors  themselves  or of the  cells  supporting photoreceptor function (Müller and RPE 
cells).  For  example,  RPE  cells   function  in  phagocytosis  of  shedded membranous  disks  from 
photoreceptor OS and delivering nutrients  to photoreceptors  as well as  secreting growth factors 
(Schraermayer and Heimann, 1999; Strauss, 2005). Such functions are  crucial  for photoreceptor 
maintenance. One of the functions of Müller cells  in retina  is  to recycle the released glutamate 
































































into or out of the  outer segment of the  photoreceptor cell. For example, the gradual  cell  death 
seen in USH3  patients  could be  explained by  impaired function of  the connecting cilium.  Ten 





the mouse in situ mRNA hybridization results  in  which detection of Clrn1 in the retina peaks  at P7, 
and  diminishes afterwards (Geller et al., 2009). Zallocchi  et al. (2009) have  published controversial 
results using  an antibody  and  localizing  CLRN1  in mouse  adult  retina photoreceptors  to  the 
connecting cilia, inner segment and ribbon synapses which correlates  with our zebrafish results. 
The  discrepancy between mouse in  situ hybridization and antibody  detection results  could be 
explained by Clrn1 transcription levels  that are too low for RNA in situ hybridization. On the other 
hand, the specificity  of the  antibody used by  Zallocchi  et al. (2009) has  been questioned (John 
Flannery, personal communication).
    In  mouse,  CLRN1  is present  from E18  to P10  in mouse  cochlear  hair  cells.  CLRN1  is  
localized to the  basal and apical  parts of the hair cell. The CLRN1 localization in  the hair cells  could 
implicate  a function in hair cell  synaptic maturation (Zallocchi  et al., 2009). In mouse  hair cells  the 
absence  of CLRN1 causes  disorganized stereocilia, which indicates  that CLRN1 also has a similar 
function as  other USH proteins affecting the  organization of the  stereocilia in cochlear hair cells 
(Yan and Liu, 2010). In zebrafish the timing and localization of Clrn1 is  consistent with a role in 
stereocilia  organization. Zebrafish Clrn1 is present in ear and neuromast hair cells  throughout the 











































The  production of Clrn1 was  knocked down by injecting either a  translation blocking morpholino 
(Clrn1MOatg)  against  the   clrn1  translation  start  site  or  a  splice   site   blocking  morpholino 
(Clrn1MOsplice)  against  the   zebrafish  clrn1  exon  0  3’  splice  site   into  1‐cell   stage  zebrafish 
embryos.  Immunohistochemistry  studies with Dr‐Clrn1‐ab showed  that  both morphant  larvae 
had lower levels  of Clrn1 protein in the retina (Figure 18). The transient knockdown of Clrn1 levels 
in  zebrafish  allowed  us  to  observe the  effect  on  zebrafish  development.  As  the absence  of 
functional  CLRN1  causes  USH3  in  human  patients,  our  main  interest  was  to  observe  the 
consequences  of Clrn1 knockdown in zebrafish larvae  vision and hearing/balance. MO  eﬃcacy 
periods  are variable,  and dependent upon degradaDon of the oligonucleoDde and turnover 
rates  of  the  endogenous   proteins.  The  MO  ability  to  suppress   protein  producDon  also 
diminishes, because the  MO amount injected into the  single cell  stage stays  the  same during 
cell  proliferaDon and organ development. With both Clrn1MOs we  found that Clrn1  levels 
began  rising  aer  4  dpf.  This  transient  knockdown  of  Clrn1  allowed  us   to  observe  the 
consequences of depleDng Clrn1 during sensory organ development  and assay  for  possible 
recovery of behavioral phenotypes when funcDonal levels of Clrn1 were restored. 
    4.3.1 Hearing and balance (U)




fish had also a  tendency  to float on the surface of the  water.  In  the tapping test,  the startle 
response  to the tap on the petri  dish was measured for MO and control  animals. Only 5 % of 4 dpf 
uninjected control  larvae  (N=327) failed to respond to tapping on the petri  dish. In contrast, 20 % 
of Clrn1MOsplice larvae  (N=161) and 38 % of Clrn1MOatg larvae (N=58) had no startle  response 
at 4 dpf (Figure 19).
  Our  studies  with  the  Clrn1  morphant  zebrafish  show  unequivocally  that  the   larvae 
develop balance/hearing  problems  similar  to the  deafness  and balance  problems  reported in 
USH3 mouse model. The fact that USH3 mouse and zebrafish models develop similar symptoms
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Figure  18.  Eﬀect  of  translaDon  blocking  Clrn1MOatg  on  Clrn1  presence  in  zebraﬁsh  larval  reDna. 
Uninjected control (A,B)  and MO  injected (C,D) 5 dpf larval reDna secDons stained with Dr‐Clrn1‐ab. 
AnDbody stainings; Clrn1 (red) in all panels and PKCa bipolar cell marker (green) in panels A and C.
in  hearing and balance suggests  that the CLRN1 function in ear hair cells is  similar and equally 
important.  In  mouse  the   absence  of  functional  CLRN1  causes   disruption  of  stereocilia 












  Unlike the USH3 mouse that was  shown not to develop visual  problems, the zebrafish 
retina   seems  to  require  functional  Clrn1  from  early  developmental   time  points   for  proper 
function. The results  suggest that either Clrn1 function is  unnecessary in mouse retina  or there is 
another  protein  that  can  functionally  replace  the  absent  CLRN1.  Short  life   span  has   been 




arrangement and abundance of different photoreceptor types  could be one  of the  key elements. 
The  mouse retina  is  rod dominant, suitable for function in low‐light conditions whereas  zebrafish 
and human retinas  contain cones  necessary for rich color vision for diurnal  life. The  differences in 
environments  in which the retinas  have evolved to function have produced alternative retinal  cell 
subtypes (i.e. ganglion cells  subtypes and cone types) in the mouse, human and zebrafish retinas 
(Gouras,  2009).  Perhaps Clrn1  is  required  in  proper  cone function or  cone connections  and 
interactions with other retinal  cell  types (i.e. other cones, rods, horizontal cells, RPE cells, Müller 
cells).  In humans  and zebrafish  the  absence of this  CLRN1  specific  function leads to  RP.  The 
importance of cones  is  supported by  the results  that the symptoms of retinal  degeneration in 
USH3 patients  doesn’t necessarily  start with night blindness  like  in USH1 and USH2 (Pakarinen, 
1995b,  1996,  1997).  This  supports   the   theory  that  cones   have  an  important  role  in  the 
development of USH3.
  The  USH3  mouse model  hearing  loss  is  not  progressive,  but  congenital  (Geller  et  al., 
2009). The hearing loss/balance  deficit and vision loss in zebrafish is  not progressive, but present 
already  during  development.  A  theory  for  this discrepancy  is that USH3  in human patients  is 
progressive because the  human CLRN1 alternative splicing is  more complex and mutated CLRN1 
can retain some  functionality forming multimers  with alternative splice variants  when the main 









Mutations  in nine  genes  are known to cause Usher syndrome. The severity of the syndrome in 
each patient is  dictated by the USH genes mutated, and the  mutations. The molecularly identified 
USH genes  encode proteins  that function in a USH protein network. All  the USH proteins, except 
for  CLRN1,  have been  shown  to  interact  within  this  USH protein  interactome.  However,  the 
similarity  of  clinical  symptoms between  all  USH subtypes suggest  that  all  the USH proteins, 
including CLRN1, are part of the same functional network in retina and cochlea. 
  The  spectrum of USH mutations  present in Finland is  unique to the Finnish population. In 
this study we  identified four novel USH1B mutations  and one novel USH2A mutation as  well  as 
one known USH2A  mutation  from  Finnish  USH  patients.  The  USH mutation  spectrum  is  still 
anything but clear. Our USH families with possible  digenic USH inheritance show that sequence 
variations  are sometimes difficult to ascertain as  either pathogenic or benign. Additionally, the 
fact  that  USH can be  caused by  at  least  nine genes  and at  least  one modifier  gene,  PDZD7, 
complicates  the mutation  search.  Everyone  carries   several  USH  sequence  variations  in   their 
genome.  Only  extensive  research  can  determine   whether  these  USH  variations  are  just 
polymorphisms   or  potential   mutations  and  whether  these   variations   can  affect  the  USH 
phenotype when combined with mutations.
  Before this  thesis, the  CLRN1 main splice variant was  known to be composed of three 
exons. During this  study several new splice  variants  were found. Most of them have translation 
termination signals in them and thus  are not translated into functional proteins. The simple three 
exon  CLRN1  gene seems  to  be  the main  functional  form  and  all   the  known USH3  causing 
mutations  are within these three  exons. Why genes produce  these alternative  splice  variants  is  as 
yet unknown. Is  the CLRN1 main variant the only functional  one and the rest of the splice variants 
only mistakes  by the  splicing machinery? Another option would be that the other splice variants 
have some function perhaps  important in certain cell  types or developmental  stages  or that they 
function in controlling the transcription and translation of the  main variant. All  the  splice  variants 
have been discovered in human retinal  cDNA and their  function might be limited to the retinal 
function of otherwise ubiquitously expressed CLRN1.







  The  ultimate goal  in studying CLRN1 has been the  development of a  gene therapy  for 
USH3  patients.  Perhaps the most  crucial question for  the success of  gene therapy  is  not  the 
function of CLRN1, but when CLRN1 functions.  If functional  CLRN1 is  not present during retinal 
and cochlear development  can the effect of CLRN1 absence be augmented later? Or  is  CLRN1 
needed too early in development with too drastic structural  importance to be  augmented after 
the symptoms  become  present  in USH3  patients?  The  USH3  knockout  mice  have  no  visual 
symptoms  even without  functioning CLRN1. The results  of  the gene therapy  trials  to cure  the 
deafness  present  in  these USH3  mice are  thus  far  inconclusive.  However,  while  the human 
hearing loss and retinal  degeneration are  progressive, the hearing defects  in the  mouse are early 
onset and there is  no notable retinal  degeneration. Thus, the USH3 knockout mouse presents  a 
useful  but limited model in which to test  treatments for  human USH3. The Clrn1MO injected 
zebrafish larvae  completed early developmental  stages  with depleted Clrn1 function, but began 
producing Clrn1 as  the morpholino effect wore off. Some Clrn1 morphants  recovered auditory or 
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in this thesis study and thereby made it possible.
Kiitos   Helena  Kääriäiselle   ja   Katarina   Pelinille  tämän  väitöskirjan  kriittisestä  lukemisesta   ja 
käsikirjoituksen kommentoinnista.  Lisäksi  haluan  kiittää  Irma Järvelää  suostumisestaan  tämän 
väitöksen kustokseksi sekä hänen mielenkiinnostaan tutkimusaihetta kohtaan.
Haluan kiittää  Aila  Riikosta, Jaana  Welin‐Haapamäkeä, Madeleine  Avellania, Marjatta Valkamaa, 
Stephan  Keskistä,  Solveig  Halosta  sekä  Nina  Forssia  aina  avuliaista   neuvoista  tutkimustyön 
toimistopuolella  ja  käytännön asioiden järjestämisestä  tutkimuksen mahdollistamiseksi.  Lisäksi 
kiitosta  kaipaavat  kaikki  ne  tutkimuskeskuksen ulkopuolella  järjestetyt  tapahtumat,  joilla meitä 
yritettiin houkutella ulos laboratoriosta.
Haluan  kiittää   kanssakirjoittajiani   Leenamaija  Kleemolaa  ja   Liisa  Jauholaa.  Lisäksi  kiitokset 
tutkimuksessa  ja  artikkeleiden kirjoituksessa  auttaneille: Sirpa Kivirikko, Reijo Norio, Eva Roomets 
ja Tiina Tyni. Kiitos teille kaikille avusta ja innostuksesta Usher‐tutkimuksen edistämiseksi. 
Kiitos  Sinikka  Lindhille  avusta  potilasnäytteiden  kanssa   ja   Jinmin  Miaolle  avusta  solulinjojen 
kanssa. Haluan myös  kiittää  Carina  Wallgren‐Petterssonia avuliaista  kommenteista.  Lisäksi  syvä 
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kiitos  Katarina Pelinille  sekä  Pekka  Heinolle kannustuksesta  ja  neuvoista  opintojeni viimeistelyssä. 
Ilman teitä tätä väitöskirjaa ei olisi. 
Ohjaajalleni Eeva‐Marja ‘Eevis’ Sankilalle kiitokset näistä  vuosista. Tie, joka alkoi  palohälytyksestä 
on  ollut  mutkainen  ja  täynnä  kuoppia.  Uskosi  projektiin  on  kantanut  kuitenkin  kaikki  nämä 
vuodet.  Vuosien  varrella   ryhmä   on  muuttunut  ympärillämme,  tutkimussuunnitelmat 
tarkentuneet ja artikkelit valmistuneet. Samalla  on kuitenkin ollut aikaa matkustella, juhlia, oppia 
elämää  ja väitellä  asioista  aina  Harry  Potterista  virusvektoreihin.  Sydämelliset  kiitokset  toiselle 
ohjaajalleni  Anna‐Elinalle,  jonka  neuvot  ja kannustus  auttoivat  tämän  kirjan  valmistumisessa. 
Kiitos  vuosien aikana saadusta  tuesta  ja  varsinkin laboratorion hienon yhteishengen luomisesta. 
Lisäksi ekstra‐kiitos kaikista luvista ylimääräisiin ja yleensä öisiin labra‐aktiviteetteihin.
Kiitokset niin yhteistyöstä, ystävyydestä  kuin kannustuksesta  Usher‐ryhmän entisille  jäsenille  Sari 
Tuupaselle  ja  Anne   Aittakorvelle.  Reetta  Vainionpäälle,  jonka   kanssa   on  selvitty  niin 
konferenssimatkojen luennoista, ostosmaratooneista, karmaisevista  öistä  Bates‐hotelleissa jossain 
puhelimen tuolla  puolen, ajosta kaistoja arpoen sateisessa Atlantassa kuin hivuttautumisesta  läpi 
poliisiratsian...  En  olisi   varmasti  jaksanut  ilman maalaisjärkeäsi   ja  vakaata  tukeasi  läpi   tämän 
väitösprosessin. Laura Pietola, kanssasi  olen jakanut viimeisten askeleiden painon, turhautumiset, 
jäähyväiset ja  horisontin näkemisen ilon. Juhalle  kiitos  tutustuttamisesta väitöskirjanteon arkeen 
ja  sen  taidon  opettamisesta,  jolla  tunnistaa mitkä  kulmat  kannatti  suoristaa  ja  koska  seurata 
sääntöjä. Vuodet ovat olleet kaikkea  muuta kuin tylsiä. Olkoon Voima Kanssasi  :) Jussi ‘JJ’ Jerolle ja 
Antti   ‘AAA’  Aarnisalolle  kiitokset  järkähtämättömästä  uskosta  ja  kiinnostuksesta  tutkimukseen 
kaikkien  karikoidenkin  aikana.  Yhteistyö  kanssanne   on  ollut  niin  mielenkiintoista   kuin 
opettavaakin.
I’m grateful  to all  the international  collaborators for  their help and interest  towards my work: 
Carsten Bergmann, Hanno J Bolz, Frans Cremers, Astra  Dinculescu, Jacque Duncan, Elise Heon, 
Christine Neuhaus, William W Hauswirth.  I’m especially  grateful  to Scott  F Geller  and John G 
Flannery for their advice and support as  well  as  making the  reach for our study truly international. 





I  want to thank Jodie  Painter  for  her  comments on this  manuscript and friendship during her 
years in FIG as well as advice on the movie screenplays.
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Folkhälsanin tutkimuskeskuksen ‐  nykyinen ja  muualle karannut  ‐  sekalainen sakki kaipaa  vain 
ylistystä. Teidän seassanne  on ollut hieno olla, oppia ja  kasvaa  “aikuiseksi”. Moni jakaa kanssani 
mielipiteen, että  Folkenstainin poppoolla  ja Hotelli  Kalifornialla  on yksi  yhteinen tekijä: “You can 
check  out  any  time you  like,  but  you can never  leave.”.  Tänne tullaan,  mutta  lähteminen on 
vaikeaa.  Olette  mukavia,  avuliaita,  ymmärtäväisiä,  ystävällisiä   ja  kaikkea  muuta  kuin  tylsiä. 
Harvemmin sitä on saanut luvan kanssa listiä työkavereitaan :P
Tarja  Joensuulle ja Riikka Hämäläiselle  kiitos tutkijan urani  aloituksesta.  Kesätyöstä vuonna 0, 
jolloin opettelin ajamaan PCR:ää  ja valamaan geelejä. Avusta  vuosien saatossa  astuessani  Usher‐
tutkimuksen kaaokseen. Kiitos aina iloisesta avusta ja neuvoista, joita sain kysymättäkin. 
Kiitokset  FIGin  muille   “väitösvangeille”.  Saara   Tegelbergille   kiitos   kumppanuudesta  FIGin 
viidakossa   (ja  vähän  muissakin  ryteiköissä).  Hengenheimolaisuudesta   jaetuissa 
kampanjoissamme:  ‘DRDs  to  the  rescue,  Let’s  get  the  Terminator  healthcare  plan,  Safe  the 
preteen royalty,  Beware of  the religious androids...’  Aina  löytyy  uusi syy  nousta barrikadeille. 
Mervi  Kuroselle kiitokset  seurasta ja  järkkymättömästä  kiinnostuksesta  tutkimukseen.  Saara  ja 
Mervi, tiedän kenelle  soittaa  jos  joskus  joudun pulaan! Vilma‐Lotta  Lehtokari, the viisas, kiitos  kun 
olet  raahannut  ‘Nuuskamuikkusen’  seikkailuihin  tietokoneen  näytöltä.  Olet  h@*#&^%n 
uskomaton! Jaakko Sarparanta, olet täydellinen tiedemies ja kultaa  kalliimpi. Otto ‘kesä‐Jeesus’ 
Manninen, Anni Laari, Inken Körber, Maria Kousi, Minttu Marttila  Koittakaa  kestää ‐ Väitöspäivä 
lähenee!/ Hang  in there ‐ the Defense date will  come! Nykyiset Tohtorit:  Kirsi  Alakurtti,  Anna‐
Kaisa ‘AK’ Anttonen, Kati  Donner, Vilma‐Lotta  Lehtokari, Anna Naukkarinen, Liina  Nevalaita, Milja 
Kaare, Jukka  Kallijärvi, Juha  Kolehmainen, Anne Saarinen, Maria  Sandbacka  ja  Eija Siintola, teidän 
jalanjälkiänne on ollut  helppo seurata.  Kiitos  niin ystävyydestä kuin upeasta  esimerkistä näinä 
vuosina. Hanne Ahola, Mira  Aronen, Nina  Aula, Nina  Ekman, Paula  Hakala, Mubashir Hanif, Hanna 
Hellgren, Jeanette Holmlund‐Hampf, Per Harald Jonson, Kaisa Kettunen, Outi  Kopra, Mairi Kuris, 
Ulla  Lahtinen,  Sara  Lehtinen,  Maria Lunkka‐Hytönen,  Helena Luque,  Laura  Mustaniemi,  Elina 
Nuutinen, Olesya  Okuneva, Anne Polvi, Mark Screen, Merja Soininen, Minnamari  Talvitie,  Teija 
Toivonen, Marilotta Turunen, Jouni  Vesa, Pauliina  Vornanen, Maija Wessman ja  Albert Ferrés  i  Coy 
ynnä muut ‐ kiitokset kaikille  mielenkiintoisesta  seurasta, keskusteluista, kannustuksesta  ja  avusta 
näinä  vuosina.  Erityiskiitos   leffaryhmälle:  “ruumiille/pahiksille/uhreille/aktivisteille/kameran 
toisella puolella  raataneille” heidän lähes rajattomasta “innostuksesta/heittäytymisestä  leikkiin/
huumorista/kaikkensa  antamisesta/kyvystä  jäädä   työpaikalle  auringonnousuun  asti”.  Peter 
Hackmanille kyvystä  innostua  jokaisesta ideasta,  jonka olen ehdottanut.  Siitä, että  on jaksanut 
kantaa  “pää  ‐roolinsa” urhoollisena  ja  ihailtavasta  kyvystä nauttia muurinpohjaletuista  kiisseliin 
valeltuna rantapusikossa. Anja  Koskela, Adile Samaletdin ja  Tuula  Soppela, kiitokset ruokapyödän 
keskusteluista  ja  viisaista  katsantokannoista,  joita  ei  itse aina  ymmärrä ajatella.  Kiitos  Ann‐Liz 
Träskelinille,  laboratorion  “äidille”  upeasta   seurasta,  avusta  ja   iloisesta  asenteesta.  Anna 
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Naukkariselle,  Anne  Juvoselle  ja   Vilma‐Lotta  Lehtokarille  erikoiskiitokset  kaikesta   avusta 
väitöskirjan loppumetreillä. Siitä, että  olen voinut soitella  milloin vain ja saada viisailta  Tohtoreilta 
vastauksia Maisterin yksinkertaisiin kysymyksiin, vaikkakin etanolilla lahjomalla. 
‘Tarkkis‐huoneelle’,  sen alkuperäisille jäsenille:  AK, Anna,  Saara ja  Juha: koripallon pelaaminen, 
mesettely  metrin  päähän,  roskapostien  jakaminen,  yleinen  sekasorto  sekä   mitä 
mielenkiintoisimmat  keskustelun  aiheet,  jotka  lähtevät  aina  tangentilla  käsistä.  Ansaitsimme 
kaikki  valitukset  niin hyvässä kuin pahassa.  Kumarran  ja  kiitän siitä,  että vuosiin huonetta ei 
kukaan  voinut  kutsua vakavalla naamalla  TYÖpaikaksi.  Nykyisille uusille  tulokkaille,  Kaisalle  ja 
Marialle, kiitokset ymmärryksestä viimeisten aikojen katoamisten ja  vuoristoratojen kanssa, sekä 
soluttautumisesta  outoon porukkaamme. Special  thanks to Maria  for  sharing my  fondness  for 
night shifts and sharing the thesis panic.
Kiitokset ystäville, jotka  ovat seuranneet vierestä pitkää  matkaa. Marita, Marko ja  Minna, siitä on 
pitkä matka kun lähdin Etelä‐Pohjanmaalta  Helsinkiin. Matka on ollut pitkä, mutta  vasta  alussa 
meillä  kaikilla. Sami, olet ehkä maailman positiivisin mies ja  kiitos että jaksat innostua  aina uusista 
ideoista,  joita  heittelen ilmaan. Satu ja  Adrian, Lontoon vuodesta on jäänyt vain hyviä  muistoja. 
Taistelimme  läpi  homeen,  sienien,  outojen  sytkärien...  Satulle  olen  kiitollinen  siitä,  että  hän 
raahasi  minut  Intiaan juuri kun  tarvitsin sitä  kaikkein eniten. Minne seuraavaksi päädytään, ei 
(onneksi)  kukaan  tiedä.  Tanssivintin  omistautuneet  tanssijat.  Wilma:  kiitos   siitä,  että  jaksat 
valloittaa  maailman joka  aamu yhä  uudestaan ja jaat kanssani  maailman, jossa ei  ole rajoituksia. 
Heidi, jääkaapin vainukoira: olet sisareni  kyvyttömyydessä  tuntea  häpeää ja kykysi  raahata  minut 
jos  minnekkin mitä lyhyimmillä varoitusajoilla  on traumatisoiva. Meeri,  joka  onneksi  ei  antanut 
periksi: koita  jaksaa kohta  ei tarvitse  hajota  enää koulun kanssa. Niinalle  kiitos, että  olen saanut 
keskittyä   muihinkin  mielenkiintoisiin  projekteihin  tämän  kirjan  kirjoituksen  aikana.  Olet 
kurinalaisuudessa   kunnioitusta  herättävä,  älä  menetä  uskoasi.  Tähän  pitäisi  liittää  tunteitani 
kuvastava  tanssi  ‐ sanat kun vain eivät riitä kuvaamaan kiitollisuutta  seurastanne  näiden vuosien 
aikana.  Kiitos  kaikesta!  Fatimalle kiitosta  uskosta  ja viisaudesta.  Telinevoimistelijoille varsinkin 
kesän omatoimi‐ryhmälle  ja Iinalle treenien jälkeisistä palautus/motivaatio “kahveista”. Kiitos  siitä, 
että  jaksatte  niin inspiroida kuin kannustaa takomaan päätä  kanveesiin ja  tekemään asioita, joihin 
ei  usko pystyvänsä. Marylou, I love  our conversations and the occasions  we manage to be in the 
same space‐time co‐ordinates. 
Aunelle  ja  Bertalle, kahdelle  täysin erilaiselle  isoäidille. Tiedän kuinka paljon tämä olisi  merkinnyt 
teille. Leenalle, Veikolle, Jussille, Nikolle, Airille, Jarille, Ullalle, Roosalle, Sinikalle mitä rakkaimmat 
kiitokset.  Suku  on  pieni,  mutta   sitä   rakkaampi.  Kiitos   jokaisesta   hetkestä  ja  kaikesta 
ymmärryksestä  ja  tuesta  vuosien varrelta!  Leenalle  pahoittelut  siitä,  että  lääkärin  sijasta  tuli 
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hajamielinen tohtori, tosin lääketieteen laitokselle. Oli  kannustavaa  seurata  kuinka innostuneena 
jaksoit opiskella uuden ammatin tämän väitösprojektin aikana. 
Marketalle,  en ole  elämässäni  tavannut  toista  ihmistä,  joka olisi  päässyt  yhtä  pitkälle pelkällä 
sisulla  ja uskolla  tulevaan. Vaihtaessasi nyt uusien haasteiden kimppuun, murehtien yhä minunkin 
omiani,  muistathan  kaikkien  harmaiden  hiuksien  keskellä   mitä  Kanadassa   käskivät  kääntää 
sinulle :) Erkki, ilman sinua  jalkani eivät  edes  viistäisi  maata. Olet  elämäni  vaikein vastaväittäjä. 
Yliopistolla olisi  paljon opittavaa  metodeistasi.  Jaksat  aina kuitenkin vastustuksesta huolimatta 
kannustaa ja yllättää loihtimalla mitä älyttömimpiä tarvikkeita jos mihinkin projekteihin.






                    “You’ve been in my life so long, I can’t remember anything else”
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